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La perte de masse et de force musculaires liée à l’âge, ou sarcopénie, pourrait être partiellement 
expliquée par un défaut de récupération de masse musculaire après des épisodes générateurs 
d’atrophie musculaire. Ainsi, les périodes d’immobilisation qui augmentent avec l’âge (alitement, 
convalescence, fracture) pourraient être suivies d’une absence de récupération musculaire et 
contribuer à la fonte musculaire au cours du vieillissement. Les causes de ce défaut de récupération 
impliquent notamment un déséquilibre du taux de renouvellement protéique et du taux de 
renouvellement cellulaire. L’objectif de cette thèse a donc été de mettre en évidence les mécanismes 
responsables de l’atrophie musculaire chez le rat âgé au cours de l’immobilisation et ceux qui 
seraient défaillants afin de déceler les mécanismes à cibler pour  favoriser la récupération 
musculaire. 
Des rats âgés ont été immobilisés pendant 8 jours par plâtrage unilatéral de la patte arrière, puis 
laissés en récupération pendant 40 jours après le déplâtrage. Nous avons montré que chez ces 
animaux nourris avec un régime contenant 13% de caséine, l’immobilisation entraîne une atrophie 
des muscles immobilisés mais, contrairement au rat adulte, le rat âgé ne récupère jamais la masse 
musculaire perdue. L’atrophie des muscles immobilisés peut être expliquée par 1/ une augmentation 
de l’apoptose et de la protéolyse ubiquitine-protéasome-dépendante musculaires, 2/ une diminution 
de la régénération des cellules musculaires et 3/ une diminution de la protéosynthèse musculaire à 
l’état nourri. Tous ces phénomènes pourraient résulter de la présence d’un fort stress oxydant et 
d’une importante inflammation intramusculaire. Tous ces paramètres sont normalisés dès 10 jours de 
récupération, ce qui permet de stopper l’atrophie mais ne permet pas d’initier la phase de 
récupération musculaire. Nous avons donc testé l’effet de différentes supplémentations 
nutritionnelles au cours de la période de récupération afin de favoriser un gain de masse musculaire 
post immobilisation. Des supplémentations en leucine (acide aminé bien connu pour stimuler la 
protéosynthèse et inhiber la protéolyse) ont ainsi été réalisées. Chez les rats supplémentés, une 
amélioration de la synthèse protéique et une normalisation plus précoce des activités protéolytiques 
du protéasome ont été observées. Cependant cette amélioration du métabolisme protéique ne s’est 
pas traduite par un gain de masse musculaire. Par contre, la modulation qualitative et quantitative des 
apports en protéines a pu permettre d’obtenir une récupération significative de masse musculaire : 
ainsi des régimes contenant 13% de lactosérum et des régimes hyper-protéinés ont permis de gagner 
50% de la masse perdue et ce, dès 20 jours de récupération.  
Nos résultats montrent que l’immobilisation chez le rat âgé aggrave la sarcopénie. Une forte 
altération du métabolisme protéique permet d’expliquer la perte de muscle et la seule normalisation 
de la protéolyse et de la protéosynthèse permet d’expliquer l’absence de récupération musculaire. 
Nous avons montré que la modulation des apports en protéines au cours de la phase de récupération 
pouvait permettre un gain de protéines. 
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Sarcopenia, the age-related muscle mass loss, might be partially explained by an impaired 
muscle mass recovery of skeletal muscle mass after a catabolic state. Thus, immobilization periods 
which increase with aging could induce a muscle atrophy followed by a lack of muscle mass 
recovery. An imbalance of protein and cellular metabolisms are certainly involved in this absence 
of recovery. The aim on this Ph.D thesis was to explore the mechanisms involved in muscle mass 
atrophy during immobilization and their possible alteration during the recovery period in old rats. 
Old rats were immobilized for 8 days by unilateral hind limb casting and then allowed to 
recover for 40 days. Our results showed that animals fed a 13% casein diet wasted muscle mass in 
immobilized muscles but, contrarily to adult animals, they never recovered the muscle mass loss. 
Muscle atrophy was due to 1/ an increase of apoptotic and ubiquitine-proteasome-dependent 
proteolytic pathways, 2/ a decrease of muscle regeneration processes and 3/ a decrease of muscle 
protein synthesis at the fed state. These changes paralleled an increase of intracellular inflammation 
and oxidative stress. As these parameters were only normalized during the recovery period, the 
resultant nitrogen balance was then not enough positive as required for the muscle protein gain, 
hence contributing to the age-related incomplete muscle mass recovery. We tested free leucine 
supplementation (an amino acid known for its stimulatory effect on protein metabolism) during the 
recovery period to improve muscle mass gain. This supplementation induced a greater muscle 
protein synthesis in supplemented animals, but without any muscle mass gain. However, we 
demonstrated here for the first time that muscle protein accretion after immobilization-induced 
atrophy could be achieved with whey protein or high protein diets. 
In conclusion, we demonstrated that immobilization in old rats induced a muscle mass atrophy 
followed by an incomplete recovery, hence contributing to the development of sarcopenia. We also 
demonstrated that this lack of recovery cannot be overcome by a dietary free leucine 
supplementation, despite a positive effect on protein metabolism, contrarily to high protein and 
whey protein diets. 
Key words: sarcopenia, immobilization, recovery, protein synthesis, proteolysis, apoptosis, 
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Figure 1 : Nombre moyen de personnes âgées de respectivement 60, 75 
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La proportion des personnes âgées dans la population ne cesse d’augmenter dans les 
pays industrialisés. En France, selon l’INSEE, près d’un habitant sur trois aura plus de 60 
ans en 2050, contre un sur cinq en 2005. Ainsi, en 2050, la France métropolitaine 
compterait 22,3 millions de personnes âgées de 60 ans ou plus, soit près de deux fois plus 
qu’en 2005 (+80%). La croissance de la population âgée est encore plus spectaculaire au 
sommet de la pyramide des âges : d’après les prévisions, l’effectif des 75 ans et plus 
passerait de 4,9 à 10,9 millions entre 2005 et 2050 et celui des 85 ans et plus de 1,1 à 4,2 
millions (Figure 1). L’espérance de vie serait alors de 89,0 ans pour les femmes et 83,8 
ans pour les hommes (Tableau 1). Cet accroissement continu de la longévité s’explique 
par l’amélioration de la qualité de vie, de l’alimentation, mais aussi par les progrès de la 
médecine. Par contre, une des conséquences de cet accroissement sera inéluctablement une 
augmentation des dépenses de santé publique (prise en charge médicamenteuse, 
hospitalisation). 
Le vieillissement est caractérisé par un déclin de nombreuses fonctions physiologiques 
et par des modifications importantes de la composition corporelle : changement de la 
teneur en eau de l’organisme, augmentation de la proportion de la masse grasse au 
détriment de la masse maigre (Figure 2). Différentes études longitudinales montrent que la 
masse maigre subit une réduction importante entre 40 et 60 ans chez l’homme et seulement 
après 60 ans chez la femme (Flynn et coll. 1989). A partir de 60 ans, la perte atteint 1% par 
an (Frontera et coll. 2000 ; Hughes et coll. 2001). Cette perte de masse maigre est 
essentiellement liée à une diminution de la masse musculaire (Cohn et coll. 1980). Cette 
atrophie musculaire liée au vieillissement est appelée &3)!. 
Le muscle squelettique représente 40% des protéines totales de l’organisme. En dehors 
de son rôle fonctionnel, le muscle possède un autre rôle majeur puisqu’il est un réservoir 
important d’acides aminés mobilisables par l’organisme en cas d’agressions d’ordre 
nutritionnel, infectieux ou traumatique (Young et coll. 1989). L’érosion du capital 
protéique musculaire chez la personne âgée est donc responsable à la fois d’une réduction 
de la mobilité mais aussi d’une moindre capacité de réponse aux agressions et ainsi d’une 
augmentation des pathologies et des périodes de convalescence, ceci entraînant une perte 
d’autonomie progressive. 
Cependant, la sarcopénie est un phénomène complexe dont les mécanismes restent 
encore mal compris. La taille du compartiment musculaire dépend de la quantité de 
protéines totales du muscle et résulte donc d’un équilibre entre les vitesses et quantités de 




Chez la personne âgée, ce déséquilibre peut en partie s’expliquer par une moindre 
réponse aux stimuli anaboliques et/ou par une exacerbation des effets délétères associés 
aux états cataboliques (Mosoni et coll. 1995 ; Dardevet et coll. 1995 ; Mosoni et coll. 
1999 ; Dardevet et coll. 2003 ; Combaret et coll. 2005). De plus, la non récupération de 
masse musculaire régulièrement perdue aux cours d’états cataboliques associés au 
vieillissement semble également être impliquée et participer à l’établissement de la 
sarcopénie (English & Paddon-Jones, 2010). La masse musculaire dépend également de 
l’équilibre entre les processus d’apopotose et de régénération cellulaire. Certaines données 
suggèrent d’ailleurs qu’une augmentation de l’apoptose cellulaire pourrait jouer un rôle 
majeur durant le vieillissement musculaire (Strasser et coll. 2000 ; Dirks & Leewenburgh. 
2002). 
La perte de masse musculaire est aussi une conséquence indésirée de l’inactivité 
physique. Or, cette dernière est une situation inhérente au vieillissement, qu’elle résulte des 
conséquences de la sarcopénie sur les performances physiques ou d’une période 
d’alitement consécutive à une maladie. 
Ainsi, limiter la fonte musculaire au cours des périodes d’immobilisation et 
potentialiser la phase de récupération permettraient donc non seulement de réduire les 
périodes de convalescence mais aussi de limiter le développement de la sarcopénie. Bien 
que l’exercice physique ait un effet bénéfique sur la masse musculaire, cette mesure n’est 
pas toujours applicable, en particulier lorsque l’inactivité résulte d’une blessure ou d’un 
traumatisme. Le recours à d’autres stratégies telles que des stratégies nutritionnelles 
s’impose donc. 
Les mécanismes mis en jeu &$'!.!!! et les altérations possibles du 
métabolisme musculaire sont encore mal décrits chez la personne âgée, voire inexistants 
lors des 3$)&3)!(Chakravarthy et coll. 2000 ; Zarzhevsky et coll. 2001a ; 
Suetta et coll. 2009). De manière à pouvoir établir les cibles potentielles pour une ou des 
stratégies nutritionnelles adaptées, il est donc nécessaire 1/ de mettre à jour les mécanismes 
conduisant à l’atrophie au cours d’une période d’immobilisation et 2/ de déceler les 
mécanismes mis en jeu, ou au contraire défaillants, au cours de la récupération musculaire. 
 
L’étude bibliographique présentée dans la première partie de ce travail permet tout 
d’abord de résumer l’état des connaissances sur la sarcopénie et sa physiopathologie 
(	 ). Nous présenterons ensuite les mécanismes contrôlant la taille du 




physique (	 ), puis les différentes stratégies nutritionnelles pouvant être 
envisagées pour favoriser la récupération musculaire (	). 
La seconde partie du document est consacrée à la présentation et à la discussion des 
résultats expérimentaux sous forme de publications. Nous nous sommes tout d’abord 
intéressés à l’immobilisation en tant que situation génératrice d’atrophie, avec pour 
hypothèse de travail qu’une telle situation au cours du vieillissement pouvait générer des 
pertes de masse musculaire non récupérées et ainsi participer à l’établissement et/ou 
l’aggravation de la sarcopénie. 				 !
" 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
  		 !	. L’objectif de ces expériences était de déceler les 
mécanismes défaillants au cours de la période de récupération afin de proposer des 
stratégies nutritionnelles adaptées pouvant aider au gain de masse musculaire chez la 


























Figure 3 : Coupe de la cuisse obtenue par imagerie par résonnance 
magnétique chez un homme âgé de 25 ans ou de 63 ans G$'3J!
&E =>>CH. Les régions noires représentent le muscle et les régions blanches 














Figure 4 : Diminution de la masse musculaire totale (A) et de la masse 
musculaire des membres inférieurs et supérieurs (B) en fonction de l’âge 































































































































1. La sarcopénie  
1.1. Définition 
Le terme sarcopénie (du grec : / : la chair et 3! : la perte) a été proposé en 1989 
pour désigner la perte involontaire et physiologique de masse musculaire survenant au 
cours du vieillissement (Rosenberg 1989). Cette définition purement quantitative (perte de 
masse) a, depuis, bien évolué. Aujourd’hui, le groupe européen de réflexion sur la 
sarcopénie (European Working Group on Sarcopenia in Older People), dont l’une des 
missions était d’établir un consensus sur la définition de la sarcopénie, insiste sur la 
nécessité de prendre en compte à la fois la 3 $  et la 3 $ &!
&! : ainsi la sarcopénie se définit maintenant comme la diminution de la 
masse et de la force musculaires, associées à une baisse des performances physiques 
(Cruz-Jentoft et coll. 2010)E Cette perte de muscle s’accompagne également d’une 
infiltration intramusculaire de tissu adipeux et d’un remodelage du tissu conjonctif 
musculaire (Jubrias et coll. 1997) (Figure 3)E
La sarcopénie affecte toutes les personnes âgées y compris celles considérées en bonne 
santé (Gallagher et coll. 2000 ; Marzetti & Leeuwenburgh 2006) et les individus ayant 
gardé une activité sportive (Roubenoff & Hughes 2000). Différentes études estiment que 
25% des personnes de plus de 70 ans et 40% des plus de 80 ans seraient sarcopéniques 
(Baumgartner et coll. 1998 ; Iannuzzi-Sucich et coll. 2002). 
 
1.2. Diminution de la masse et de la force musculaires 
Ø Diminution de la masse musculaire 
A poids équivalent, la masse musculaire représente environ 45% du poids du corps à 
20-29 ans et seulement 30% chez les sujets de 70-79 ans (Janssen et coll. 2000). La masse 
musculaire absolue diminue approximativement de 4% par décennie après l’âge de 20 ans 
(Kehayias et coll. 1997), puis de 1 à 2% par an après l’âge de 50 ans (Hughes et coll. 











Figure 5 : Diminution de la force maximale relative du muscle de la cuisse 






































































































Dean et coll. 2004
Johnson et coll. 2004
Kubo et coll. 2007
Morse et coll. 2005
Petrella et coll. 2005





masse musculaire reste donc relativement stable puis la perte s’accélère à nouveau après 
l’âge de 60 ans pour atteindre 1% par an (Frontera et coll. 2000 ; Hughes et coll. 2001). Au 
cours d’une étude transversale réalisée chez des sujets âgés de 18 à 88 ans, Jansen et coll. 
ont montré que cette perte de masse est plus importante chez les hommes que chez les 
femmes (2000). Ainsi, la diminution de masse est de 1,9 kg par décennie pour les hommes 
et seulement 1,1 kg par décennie pour les femmes (Janssen et coll. 2000). Cette différence 
s’expliquerait par une moindre possibilité de perte chez la femme due à un capital 
musculaire moins important que celui des hommes (Gallagher et coll. 1997). Cette atrophie 
musculaire n’est pas homogène et touche plus particulièrement les membres inférieurs 
(Janssen et coll. 2000 ; Gallagher et coll. 2000 ; Kubo et coll. 2003) (Figure 4). La perte de 
masse musculaire traduit une perte des protéines musculaires et ceci a été bien démontré 
chez l’animal. Ainsi, Mosoni et  coll. ont rapporté une perte de 29% de la masse protéique 
dans les muscles de rats âgés de 24 mois par rapport à des rats adultes de 12 mois (Mosoni 
et coll. 1993) et ces résultats ont été confirmés par d’autres études (Arnal et coll. 2002 ; 
Dardevet et coll. 2002). 
 
Ø Diminution de la force musculaire 
Lors d’une atrophie musculaire, il est important de prendre en compte la perte de masse 
mais aussi la perte de fonctionnalité musculaire. Ces deux éléments sont indissociables et 
étroitement liés. En effet, la force musculaire est directement dépendante de la masse 
musculaire, ce qui en fait un bon indice de la fonctionnalité musculaire. Ainsi, la masse 
musculaire étant l’un des déterminants majeurs de la performance musculaire des membres 
inférieurs, l’une des conséquences de la sarcopénie est la perte de force musculaire (Visser 
et coll. 2002 ; Frontera et coll. 2008). La force musculaire diminue en moyenne de 1,5% 
par an entre 50 et 60 ans, puis au rythme de 3% par an (Vandervoort et coll. 1990 ; 
Aniansson et coll. 1992 ; Vandervoort2002 ; Frontera et coll. 2008) (Figure 5 et Tableau 
2). Des modifications de la structure des fibres musculaires, en particulier au niveau de leur 
typologie, permettent d’expliquer cette perte de force survenant au cours de la sarcopénie 
ainsi qu’une perte de fonctionnalité musculaire (*! M =E?). A titre d’exemple, Jette & 
Branch ont montré que 40% des femmes âgées de 55-65 ans étaient incapables de soulever 
plus de 4,5 kg par une contraction du biceps et ce chiffre atteignait plus de 65% chez des 














Figure 6 : Conséquences de la sarcopénie. 
 











Tableau 4 : Composition en fibres (en %)  de différents muscles de la 









↓ Force ↓ Puissance ↓ Endurance
↑ Risque de 
chutes et de 
fractures














Gastrocnemius 30 62 8
Soleus 87 13
Extensor Digitirom Longus 2 42 56
Adductor Longus 82 18
Vastus Intermedius 59 41
Tibialis Anterior 28 72
Plantaris 9 50 41
I IIA IIB
Typologie
Caractéristiques Type IIA Type IIX Type IIB
CMH I IIA IIX IIB
Contraction lente rapide rapide rapide














1.3. Conséquences de la sarcopénie 
Le développement de la sarcopénie est associé à une augmentation du risque de chutes 
et de blessures ainsi qu’à l’apparition d’une incapacité physique fonctionnelle (Janssen et 
coll. 2002-2004) (Figure 6). Chez les personnes les plus atteintes, l’incapacité physique 
qui en résulte peut nuire gravement à l’autonomie en empêchant ces personnes d’accomplir 
correctement des activités basiques de la vie quotidienne (Dehail et coll. 2001 ; Janssen et 
coll. 2004). À ce titre, la sarcopénie est maintenant reconnue comme étant un facteur 
central dans la physiopathologie du syndrome de fragilité chez la personne âgée (Morley et 
coll. 2006). Ce syndrome, dont la prévalence est élevée chez les sujets âgés, est hautement 
prédictif d’évènements négatifs tels que l’hospitalisation, la dépendance, 
l’institutionnalisation et corrèle avec une augmentation de la mortalité et de la morbidité 
(Fried et coll. 2001). 
Aux États-Unis, le coût direct de la prise en charge des conséquences de la sarcopénie a 
été estimé à environ 18,5 milliards de dollars pour l’année 2000 (Janssen et coll. 2004). 
Ramenées à l’échelle de la France, ces données suggèrent que 2,5 à 3% des dépenses 
générales des soins de santé de la Sécurité sociale seraient directement imputables à la 
sarcopénie, soit une dépense annuelle d’environ 640 euros par personne. 
 
2. Rappels sur les typologies musculaires – Modulation avec la sarcopénie 
2.1. Généralités sur les fibres musculaires squelettiques 
Un muscle est généralement composé de plusieurs types de fibres musculaires ayant 
des propriétés métaboliques et contractiles différentes. Il en existe trois types principaux : 
les fibres lentes oxydatives (ou fibres de type I), les fibres rapides glycolytiques (ou fibres 
de types IIB et IIX), et les fibres rapides oxydo-glycolytiques (ou fibres de type IIA). Cette 
classification découle du type prépondérant d’isoforme de chaînes lourdes de myosine 
(CMH) au sein du muscle. Le type de fibres dominantes donne les caractéristiques 
physiologiques et biochimiques essentielles du muscle (Tableau 3 et Tableau 4). 
#!./ $!* (type I) sont aussi appelées fibres « rouges ». Elles possèdent 
peu de myofibrilles et développent donc une force très faible, mais sont très vascularisées, 
riches en myoglobine et contiennent de nombreuses mitochondries et peu de glycogène. 




















Figure 7 : Evolution de la composition en type de fibres et de la surface 







































































fatigue. Elles sont ainsi utilisées lors d’exercices peu puissants mais prolongés (maintien 
de la posture, endurance). 
#!.3!$" & !- (type IIB et IIX) ou fibres « blanches » développent une 
contraction extrêmement rapide, mais sont très fatigables, car pauvres en mitochondries. 
Elles possèdent un nombre élevé de myofibrilles, sont peu vascularisées mais cependant 
riches en glycogène. Ces fibres fonctionnent selon un métabolisme glycolytique. Elles 
permettent de développer une force importante et sont sollicitées lors d’exercices brefs 
mais intenses (résistance). 
#!.3!$/ $#" & !- (type IIA) ont moins de myofibrilles mais plus de 
mitochondries que les fibres rapides glycolytiques. Elles fonctionnent selon un 
métabolisme oxydo-glycolytique. Ce sont aussi des fibres « blanches », à contraction 
rapide. Elles sont donc plus résistantes à la fatigue que les fibres rapides glycolytiques 
mais ne peuvent développer une force aussi importante. Elles sont également sollicitées 
lors d’exercices brefs mais intenses (résistance). 
 
2.2. Modifications de la typologie musculaire 
La typologie musculaire, autrement définie comme le rapport fibres lentes/fibres 
rapides, n’est pas figée et peut varier au cours du temps en réponse à divers stimuli. Par 
exemple, un entraînement physique d’endurance et d’intensité modérée entraîne une 
évolution des fibres de type IIA vers le type I et inversement, des exercices « en 
résistance » provoquent une évolution vers les fibres rapides de type II chez des adultes ou 
des personnes âgées (Balagopal et coll. 2001). Cette transition du type de fibres est due à 
une interconversion des isoformes de CMH par l’intermédiaire d’une modulation de 
l’expression des gènes codant pour les CMH. Celle-ci est déclenchée par différents 
facteurs comme les hormones thyroïdiennes, une stimulation électrique du muscle ou 
encore des facteurs mécaniques comme l’élongation ou la contraction du muscle (Loughna 
et coll. 1990). 
 
2.3. Modifications au cours de la sarcopénie 
La sarcopénie résulte à la fois d’une diminution du nombre et de la surface des fibres 
musculaires (Lexell 1995) (Figure 7). Ainsi, des études 3  réalisées chez 
  
                           










































l’homme sur les muscles */ont montré que le nombre et la surface des fibres 
musculaires étaient respectivement diminués de 39% et 29% entre 20 et 80 ans (Lexell et 
coll. 1983-1988 ; Lexell 1995). 
Concernant les types de fibres, la sarcopénie est caractérisée par une perte majoritaire 
de fibres de type II (à contraction rapide) (Figure 7). Ces observations ont été confirmées 
par une étude de Balagopal et coll. qui ont enregistré une diminution des ARNm des CMH 
IIA et IIX avec l’âge (2001). La quantité de fibres de type I (à contraction lente) reste 
constante mais proportionnellement leur nombre augmente du fait de la diminution du 
nombre de fibres totales. Concernant la taille des fibres, ce sont préférentiellement les 
fibres de type IIA et IIB qui voient leur surface et leur taille diminuer au cours de l’âge 
(Larsson 1978 ; Lexell et coll. 1983-1988 ; Holloszy et coll. 1991 ; Brown & Hasser 1996 
Kim et coll. 2005 ; Kosek et coll. 2006). Ces résultats obtenus chez le rat âgé ont été 
confirmés par des études chez l’homme (Proctor et coll. 1995). 
Ces observations permettent d’expliquer la perte de force musculaire qui accompagne 
la sarcopénie. En effet, plusieurs études ont rapporté une relation positive entre la 
diminution du nombre de fibres totales et la réduction de force musculaire (Aniansson et 
coll. 1992 ; Gur et coll. 2003). De plus, comme les fibres de type II (à contraction rapide) 
participent 4 fois plus à la force musculaire que les fibres de type I (à contraction lente) 
(Faulkner et coll. 1986), ceci explique que le muscle sarcopénique ne puisse réaliser que 
des exercices de faible intensité. 
 
3. Causes de la sarcopénie : mécanismes potentiels et modèles de fonte 
musculaire 
3.1. Les mécanismes généraux de la sarcopénie  
La sarcopénie est un phénomène multifactoriel (Figure 8). Cette atrophie musculaire 
liée à l’âge résulte d’une part de la perte de cellules musculaires (ou myocytes) et d’autre 
part de la perte de protéines myofibrillaires : 
- concernant la perte de myocytes : 
Le vieillissement est caractérisé par une augmentation de l’activation des mécanismes 
menant à l’apoptose des cellules musculaires (Dirks & Leeuwenburg 2004 ; Siu et coll. 




diminution du nombre et de la capacité de prolifération/fusion des cellules satellites 
(cellules indifférenciées pouvant donner, une fois différenciées, de nouvelles cellules 
musculaires), pouvant entraver les processus de régénération musculaire (Hawke & Garry 
2001 ; Renault et coll. 2002 ; Barani et coll. 2003 ; Kadi et coll. 2004 ; Glass 2005 ; Lees et 
coll. 2006 ; Verdijk et coll. 2007). 
- concernant la perte de protéines musculaires : 
Une altération du taux de renouvellement protéique apparaît au cours du vieillissement 
(Holloszy et coll. 1991 ; Mosoni et coll. 1995 ; Combaret et coll. 2009). La régulation de la 
protéolyse musculaire est fortement perturbée au cours du vieillissement (Radak et coll. 
2002 ; Husom et coll. 2004 ; Ferrington et coll. 2005 ; Deruisseau et coll. 2005 ; Dargelos 
et coll. 2007-2008 ; Combaret et coll. 2009) et le taux de synthèse des protéines 
musculaires (Kelly et coll. 1984  ; Fruhbeck et coll. 1996 ; Hasten et coll. 2000) et en 
particulier des protéines myofibrillaires (actine et myosine) (Welle et coll. 1993 ; 
Balagopal et coll. 1997 ; Yarasheski et coll. 1999) et mitochondriales (Rooyackers et coll. 
1996) est fortement diminué. Il en résulterait un déséquilibre de la balance azotée 
caractéristique d’une perte protéique. 

 Ces deux phénomènes peuvent êtres mis en relation avec des perturbations 
biochimiques et métaboliques survenant au cours de l’avancée en âge : 
- L’effet des.!- est fortement perturbé au cours du vieillissement. Soit 
la concentration en hormone circulante est réduite (hormone de croissance, IGF1 (!
N ,&#;), testostérone, androgènes surrénaliens, DHEA 
($) $)3!$)) (Zadik et coll. 1985 ; Tenover 1997 ; Dehail & Bourdel-
Marchasson 2001 ; Perrini et coll. 2010), soit la sensibilité du muscle à l’action de 
certaines hormones (comme l’insuline, par exemple) apparaît diminuée (Guillet et coll. 
2004a ; Guillet & Boirie 2005 ; Bourdel-Marchasson et coll. 2007) au cours du 
vieillissement. 
- I"! $ '/&! 3&!- $ &!$ !) est observée et ceci 
pourrait limiter la biodisponibilité postprandiale en acides aminés chez la personne âgée et 
en conséquence la réponse anabolique (Boirie et coll. 1997 ; Volpi et coll. 1999 ; Jourdan 
et coll. 2008). 




au cours du vieillissement (Doherty et coll. 1993 ; Vandervoort 2002) et ceci entraînerait 
une moindre contractibilité des fibres musculaires.
- L’installation $'!!&!-:..! (Schaap et coll. 2006 ;Mayot et 
coll. 2007 ;Rieu et coll. 2009 ; Hamer & Molloy 2009 ; Bourdel-Marchasson et coll. 2010) 
pourrait également favoriser l’atrophie musculaire au cours du vieillissement en stimulant 
les voies de dégradation protéique et en inhibant la synthèse protéique musculaire.
-  $ &! !&$!/ pourraient avoir un rôle déterminant dans 
l’apparition de la sarcopénie (Hiona & Leewenburgh 2008) via la production d’espèces 
radicalaires, génératrices d’un stress oxydant.
-  33 !! !$3) aux besoins de l’organisme au cours du 
vieillissement pourraient influencer de manière négative la masse et la fonction musculaire 
(Bourdel-Marchasson et coll. 2001 ; Szulc et coll. 2004 ; Dreyer & Volpi 2005 ; Boirie 
2009)E 
- Enfin, quelques études tendent à démontrer que le niveau de sarcopénie pourrait être 
déterminé très tôt au cours de la vie par$&$'$"))!-. Ainsi, le poids à la 
naissance ou à la puberté, ainsi que la taille à la puberté, détermineraient le niveau de 
sarcopénie chez l’individu âgé indépendamment du poids d’adulte (Sayer et coll. 2004 ; 
Kuh et coll. 2006). En effet, ces paramètres influenceraient fortement le capital maximal de 
masse musculaire à l’âge adulte. 
 
3.2. Cinétique d’apparition de la sarcopénie : deux mécanismes 
possibles 
L’intensité de la sarcopénie est sous la dépendance à la fois de la masse musculaire 
initiale et de la pente de décroissance de la masse musculaire. 
Classiquement, les études chez l’homme s’accordent pour démontrer que la perte de 
masse musculaire serait lente, progressive et de faible intensité, commençant dès 20 ans et 
augmentant progressivement pour s’accentuer à partir de 60 ans G*!M;E=H. 
Cependant, la sarcopénie pourrait aussi résulter de pertes de masses beaucoup plus 
brutales, générées à la suite d’épisodes cataboliques. Ceux-ci seraient suivis par une 

























Figure 10 : Conséquences de l’inactivité physique/immobilisation. 
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musculaire à la suite d’épisodes cataboliques a pu être mise en évidence au cours du 
vieillissement dans différents modèles tels qu’un traitement aux glucocorticoïdes 
(Dardevet et coll. 1995) ou la privation alimentaire (Mosoni et coll. 1999). La succession 
de ces périodes et de ces pertes de masses non récupérées pourrait résulter en une perte de 
muscle significative pouvant accentuer la sarcopénie ou la créer. Ce modèle a été formalisé 
en 2010 par English & Paddon-Jones sous le nom de « catabolic crisis model » (English & 
Paddon-Jones 2010) (Figure 9). 
 
3.3. Impact de l’inactivité physique sur la fonte musculaire  
L’immobilisation est une situation courante imposée par une maladie, un accident, ou 
la sarcopénie elle-même. Il a été bien démontré que l’alitement induisait un certain nombre 
de modifications notamment une perte osseuse, une atrophie musculaire et une perte de 
force musculaire (Booth 1982 ; Blottner et coll. 2006 ; Pavy-Le Traon et coll. 2007) 
entrainant une perte de fonctionnalité et une faiblesse des muscles (Adams et coll. 2003 ; 
Fitts et coll. 2000) (Figure 10). Chez l’animal immobilisé, la perte de muscle commence 
dans les 72 premières heures d’immobilisation (Tesch et coll. 2008) et peut atteindre 30 à 
60% de la masse initiale selon 1/ le modèle d’inactivité utilisé au cours de ces études 
(suspension, plâtrage, dénervation), 2/ la durée d’immobilisation (3 jours à 4 semaines) et 
3/ le muscle affecté ("&!, ) (Thomason & Booth. 1990 ; Taillandier et 
coll. 1996 ; Pattison et coll. 2003a ; Coutinho et coll. 2004 ; Patterson et coll. 2006). Chez 
l’homme adulte, après 4 à 6 semaines d’alitement, la perte de volume des fibres 
musculaires peut atteindre 12 et 8% dans les muscles "&! et * ! 
respectivement (Berg et coll. 1997 ; Adams et coll. 2003 ; de Boer et coll. 2008). 
Au niveau structural, l’inactivité physique entraînerait une réduction du nombre ou de 
la taille des fibres musculaires lentes oxydatives (fibres de type I) (Fitts et coll. 2000 ; 
Adams et coll. 2003). Par exemple, chez des sujets adultes, 2 à 5 semaines 
d’immobilisation vont réduire la surface des fibres d’environ 50% (en fait de 10 à 70% 
suivant la durée d’immobilisation et le type de fibres, les fibres lentes étant les plus 
touchées) (Thomason & Booth 1990). Cette réduction de taille et de surface des fibres 
semble unanimement retrouvée (Nicks et coll. 1989 ; Thomason & Booth 1990 ; Berg et 
coll. 1997) et serait la principale cause de l’atrophie musculaire et de la réduction de force 




La réduction de l’activité physique est une situation fréquemment observée chez la 
personne âgée (Hollman et coll. 2007 ; Topinkova 2008). Il peut s’agir d’une diminution 
générale de l’activité physique (liée à une faiblesse musculaire ou une perte de l’équilibre) 
ou d’une diminution ponctuelle (à la suite d’une pathologie, par exemple). Ainsi, les 
personnes âgées se retrouvent très souvent alitées à la suite d’une maladie ou d’un 
traumatisme. L’atrophie musculaire générée par ces périodes d’alitement/immobilisation 
prolongées est plus importante chez un sujet âgé que chez un sujet jeune (Kortebein et coll. 
2007 ; Yazawa et coll. 2007 ; Park et coll. 2010 ; Ikezoe et coll. 2010a-2010b). En effet, 
chez un sujet jeune, ces périodes d’immobilisation sont normalement suivies par une 
reprise de l’activité physique et une récupération de la masse musculaire, mais la réponse 
du muscle serait différente au cours du vieillissement. Ainsi, après 2 semaines 
d’immobilisation et 4 semaines de récupération musculaire, des sujets adultes récupèrent le 
volume musculaire d’avant immobilisation mais les sujets âgés ont une récupération 
incomplète (Suetta et coll. 2009) et les mêmes observations ont été faites chez l’animal 
(Booth 1978 ; Chakravarthy et coll. 2000 ; Zarzhevsky et coll. 2001a-2001b ; Childs et 
coll. 2003 ; Pattison et coll. 2003a). Ces pertes de masse musculaire non récupérées 
peuvent aggraver la sarcopénie (English & Paddon-Jones 2010). Or, si l’on sait que 
l’inactivité et l’âge entraînent une diminution de la force musculaire (Bruce et coll. 1989 ;
Narici et coll. 1997), les mécanismes exacts impliqués dans les phases d’atrophie 
musculaire chez un sujet âgé immobilisé restent relativement inconnus et les mécanismes 
impliqués dans ces phases de non récupération musculaire sont totalement inconnus. 
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Figure 12 : Modulation de la balance azotée et du métabolisme protéique 

























































Chapitre 2 : Mécanismes contrôlant la taille  
du compartiment musculaire :  
mécanismes physiologiques et modifications au cours 
du vieillissement et de l’inactivité physique 
 
 
1. Le métabolisme protéique musculaire 
Le muscle représente 40% des protéines totales de l’organisme. Le muscle influence 
donc fortement le métabolisme protéique au niveau corps entier. De plus, 85% du volume 
d’une fibre musculaire est constitué par les protéines myofibrillaires (Hoppeler 1986). Ces 
protéines musculaires se renouvellent en permanence à un rythme assez lent (~2%/jour 
chez l’homme et 4%/jour chez le rat). Chaque jour, ce sont environ 4g de protéines qui 
sont synthétisées puis dégradées par kg de masse corporelle (Mitch & Goldberg 1996) 
(Figure 11). Au niveau du corps entier, chez le jeune rat, le taux de renouvellement 
protéique musculaire représente 35% du renouvellement protéique total, contre 20% pour 
le tube digestif et 10% pour le foie. Afin de maintenir la masse musculaire constante, ce 
renouvellement nécessite donc un équilibre entre la dégradation et la synthèse des 
protéines dans le muscle. 
Le renouvellement protéique joue un rôle majeur dans la régulation de la masse 
musculaire, mais aussi dans le maintien des capacités métaboliques et mécaniques 
normales du muscle (Attaix 2006). Le contenu protéique est donc très finement régulé au 
cours de la journée par la modulation des taux de synthèse et de dégradation des protéines 
(Figure 12). En 3)!$ 33$! (consécutive au repas), les acides aminés fournis 
par les protéines alimentaires affluent dans le plasma. Ils sont utilisés pour la synthèse des 
protéines corporelles qui vont alors être stockées : c’est l’anabolisme postprandial, 
caractérisé par une balance azotée positive. Ainsi, 72% de l’azote ingéré au cours du repas 
se retrouve au niveau corporel, dont 31% dans le muscle au cours de cette phase (Bos et 
coll. 2005). Au cours de la 3)!$3.3!*, les protéines corporelles sont dégradées 
afin d’approvisionner les tissus en acides aminés ; il s’agit donc d’une période de 




musculaire varie donc au cours de la journée suivant cette cinétique. Chez un individu 
adulte ne cherchant pas à augmenter sa masse musculaire, l’anabolisme et le catabolisme 
sont en équilibre, le corrolaire étant une balance azotée journalière nulle. 
1.1. La dégradation protéique 
La dégradation des protéines ou protéolyse musculaire est un processus permettant de 
dégrader les protéines en leurs constituants de base : les acides aminés. Elle est réalisée 
selon trois mécanismes différents mais complémentaires : la voie lysosomale, la voie 
calcium-dépendante et la voie ubiquitine-protéasome-dépendante. En effet, si le système 
ubiquitine-protéasome-dépendant est responsable de la dégradation de l’actine et de la 
myosine, il ne peut pas dégrader les protéines myofibrillaires intactes (Solomon et 
Goldberg 1996). Le clivage initial des protéines myofibrillaires nécessite donc 
l’intervention des autres systèmes protéolytiques (Morris et coll. 2005). 
 
1.1.1. La voie lysosomale et la voie calcium-dépendante 
Ces deux voies protéolytiques ne comptent que pour 10 à 20% de la protéolyse 
musculaire totale et dégradent préférentiellement les protéines solubles (Mitch & Goldberg 
1996 ; Attaix et coll. 1998). 
 
1.1.1.1. La voie lysosomale 
Les lysosomes sont de petites vésicules renfermant plus de 40 hydrolases (RNAses, 
DNAses, lipases, glycosidases et protéases) (Mortimore et coll. 1992). Ces vésicules 
cytoplasmiques monomembranaires ont un pH interne acide (4,5 à 5,5) (Holtzam 1989). 
Les protéases lysosomales (appelées cathepsines) ne contribuent pas de façon majoritaire à 
la dégradation des protéines myofibrillaires (Tiao et coll. 1994 ; Attaix et coll. 2005) car 
elles sont peu représentées dans le muscle. Les cathepsines majeures dans le muscle 
squelettique sont les cathepsines L, B, H (qui sont des cystéines protéinases) et la 
cathepsine D (qui est une aspartyl protéinase) (Kirschke et coll. 1983 ; Belkhou et coll. 
1994 ; Bechet et coll. 1996). Elles sont principalement impliquées dans la dégradation de 
protéines membranaires ou extracellulaires (Jackman & Kandarian 2004). 























Figure 13 : Dégradation lysosomale : voies de l’autophagie G$'3 %)& 
&E=>>AHE
La &#3"! implique la formation de vésicules cytosoliques à double membrane, 
les autophagosomes, qui séquestrent des zones de cytoplasme et des organites. 
L’autophagosome fusionne avec le lysosome et le corps autophagique est libéré à 
l’intérieur de la lumière lysosomale pour que son contenu soit dégradé par les enzymes 
lysosomales. Ce processus implique des protéines Atg, Beclin1 et la protéine LC3, 
indispensables à la formation de l’autophagosome. Durant la !&#3"!, les 
protéines cytosoliques sont internalisées dans le lysosome par invagination de la membrane 
lysosomale. 











































Figure 14 : Dégradation lysosomale : voie de l’hétérophagie G$'3%)&
&E=>>AHE 
Au cours de l’hétérophagie, des protéines sont internalisées dans la cellule par endocytose 
pour devenir des endosomes précoces. Ceux-ci fusionnent alors entre eux pour donner des 

















#'3"!, dans laquelle il peut être distingué la macro- et la micro-autophagie (Figure 
13).  
La macro-autophagie consiste en l’enroulement de la membrane de reticulum 
endoplasmique autour d’une partie du cytoplasme de la cellule, suivi de la fusion des 
vésicules ainsi formées avec les lysosomes. Il en résulte de nouveaux organites, les 
autophagosomes, dans lesquels se déroule la dégradation des protéines (Dunn 1990a-
1990b). Les protéines impliquées dans l'autophagie sont appelées Atg (	3" $
3!) et sont très conservées de la levure aux mammifères. La protéine Beclin1 régule 
la formation de l'autophagie. La formation des autophagosomes implique la protéine LC3 
qui joue un rôle dans les étapes initiales de formation des vacuoles et dont une partie reste 
piegée à l’intérieur de ces compartiments (!&.#&!$3!!"!?) 
(Kabeya et coll. 2000). 
La micro-autophagie consiste en l’invagination de corps multivésiculaires d’origine 
endosomique ce qui permet l’internalisation des protéines ou des agrégats protéiques ; la 
fusion avec les lysosomes entraîne alors la dégradation de leur contenu (Haylett & Thilo 
1991). 
# '))3"! correspond à la dégradation des protéines extracellulaires ayant pénétré 
par phagocytose, pinocytose ou endocytose (Figure 14). Les vésicules ainsi formées 
(hétérophagosomes), fusionnent ensuite avec les lysosomes. Ce processus est très 
important dans de nombreuses situations biologiques et notamment lors de la réponse 
inflammatoire ou immunitaire (présentation du motif antigénique), mais pas ou peu 
impliqué dans les atrophies musculaires (Fineschi & Miller 1997). 
L’autophagie est induite dans des conditions de stress, de carrence en acides aminés, 
par traitement à la rapamycine (antibiotique de la famille des macrolides) et par des 
hormones stéroïdiennes (Munafo & Colombo 2001). Bien que relativement peu impliquées 
dans la protéolyse musculaire totale, certaines cathepsines, comme la cathepsine L, sont 
considérées comme de bons marqueurs de l’atropie musculaire. Son expression est 
augmentée très tôt au cours des atrophies musculaires quel que soit le modèle d’atrophie 
utilisé (Taillandier et coll. 1996 ; Deval et coll. 2001 ; Komamura et coll. 2003). Par 
exemple, dans un modèle animal de sepsis, les taux d’ARNm de la cathepsine L sont 
multipliés par 3 dans les muscles "&! et par 3,5 dans les muscles !.!!




1.1.1.2. La voie calcium-dépendante 
La voie protéolytique calcium-dépendante implique deux grands types de cystéine 
protéases : les calpaïnes ubiquitaires et les calpaïnes tissu-spécifiques. Il existe à ce jour 14 
calpaïnes identifiées chez les mammifères, les principales étant les µ- et m-calpaïnes 
(respectivement activées par des concentrations en calcium de l’ordre du µM et du mM) et 
la calpaïne 3 (spécifique du muscle) (Goll et coll. 2003). Les calpaïnes sont inactives en 
l’absence de stimuli cataboliques. Le calcium est le principal activateur de ces enzymes : 
sa fixation sur les calpaïnes entraine un changement de conformation de l’enzyme à 
l’origine de son activation. Ainsi, il a pu être démontré qu’un apport massif de calcium 
entraînait une forte protéolyse musculaire via cette voie des calpaïnes (Baracos et coll. 
1986). D’autres facteurs comme les phospholipides (notamment le phosphatidylinositol) 
peuvent aussi réguler l’activition des calpaïnes par différents mécanismes, par exemple en 
diminuant la concentration en calcium nécessaire à l’autolyse des µ- et m-calpaïnes 
(Zalewska et coll. 2004 ; Shao et coll. 2006). Enfin, il existe un inhibiteur endogène 
spécifique des calpaïnes, la calpastatine (Goll et coll. 2003). 
Les calpaïnes réalisent une protéolyse ménagée de leurs substrats, ce qui peut modifier 
leur état d’activation, leur localisation et leur fonction. Ces enzymes sont généralement 
activées à la suite de dommages cellulaires et lorsque la concentration en calcium 
intracellulaire devient élevée. Cependant, elles ne sont pas systématiquement activées en 
cas de perte musculaire et elles ne sont pas directement responsables de la dégradation des 
protéines contractiles majeures (actine et myosine) (Attaix et coll. 2005) mais 
interviendraient plutôt dans la déstructuration des sarcomères (Huang & Forsberg 1998 ; 
Solomon et coll 1998 ; Hasselgren & Fischer 2001).  
 
1.1.2. La voie ubiquitine-protéasome-dépendante 
Parmi les différents systèmes protéolytiques musculaires, le système ubiquitine-
protéasome-dépendant est systématiquement activé lorsque le muscle s’atrophie de façon 
importante au cours de situations cataboliques sévères et il est aussi impliqué dans la 
dégradation des protéines contractiles majeures (actine et myosine) (Attaix et coll. 2005 ; 
Clarke et coll. 2007 ; Cohen et coll. 2009, Polge et coll. 2011). D’après des mesures de 


















Figure 15 : Le système protéolytique ubiquitine-protéasome-dépendant. 
La dégradation d’une protéine substrat par le système ubiquitine-protéasome-dépendant se 
déroule en plusieurs phases : 1/ Activation de l’ubiquitine par l’enzyme E1, 2/ Transfert de 
l’ubiquitine activée vers une enzyme de conjugaison E2, 3/ Reconnaissance de la protéine 
cible par une enzyme E3 ligase et liaison covalente de l’ubiquitine sur la protéine à 
dégrader, 4/ Polyubiquitination du substrat protéique et reconnaissance de la chaîne de 
polyubiquitine par le protéasome puis dégradation de la protéine polyubiquitinée. 




























compterait pour environ 80% des variations de la protéolyse musculaire totale (Attaix et 
coll. 1998 ; Mitch & Goldberg 1996). 
La dégradation par ce système protéolytique se déroule en deux étapes : d’abord la 
polyubiquitination des substrats à dégrader, puis la dégradation proprement dite des 
protéines polyubiquitinées par le protéasome 26S (Attaix et coll. 2002) (Figure 15). 
 
Ø Polyubiquitination des protéines à dégrader 
Pour pouvoir être reconnues et dégradées par le protéasome 26S, les protéines cibles 
doivent être préalablement marquées par une chaîne de polyubiquitine. L’ubiquitine est 
une petite protéine de 76 acides aminés et environ 8500 Da et dont la localisation est 
ubiquitaire. Cette ubiquitine est d’abord activée par une enzyme d’activation E1 
(I.!-!!#&!*!"2 ) en présence d’ATP (Figure 15). Cette activation passe tout 
d’abord par la liaison covalente de l’enzyme E1 sur l’ubiquitine, puis le transfert de 
l’ubiquitine sur un autre site de l’enzyme E1. L’ubiquitine ainsi activée est ensuite 
transférée sur une enzyme de conjugaison E2 (I.!-!!#&4"!" 2 ) par une 
réaction de trans-estérification. Cette enzyme E2 peut, seule ou de concert avec une 
enzyme E3 ligase (qui reconnaît le substrat protéique), lier de façon covalente l’ubiquitine 
au substrat protéique. Cette liaison se fait sur un résidu lysine de la protéine. D’autres 
molécules d’ubiquitine peuvent ensuite se lier à d’autres résidus lysine de l’ubiquitine déjà 
présente. Lorsque la chaîne de polyubiquitine est composée d’au moins 4 molécules 
d’ubiquitine, elle peut être reconnue par le protéasome 26S (Thrower et coll. 2000 ; Attaix 
et coll. 2002). 
Il existe chez l’homme 2 isoformes de l’enzyme E1 (de 110 kDa et 117 kDa) et plus de 
30 isoformes de l’enzyme E2 (de 14 à 35 kDa). Les enzymes E3 ligases sont responsables 
de la reconnaissance spécifique des protéines cibles à polyubiquitiner. Il en existe plus 
d’une centaine, ce qui permettrait d’expliquer l’implication de la voie ubiquitine-
protéasome-dépendante dans de nombreuses voies de régulations métaboliques. Des 
enzymes E3 ligases spécifiques du muscle, MuRF1 (& !" ,!" ;) et MAFbx 
(&	3 ,./)/Atrogin-1, ont été récemment identifiées comme des marqueurs de 
l’atrophie musculaire (Bodine et coll. 2001 ; Latres et coll. 2005). Ainsi, leur activation est 
souvent associée à la dégradation de protéines constitutives du muscle. Cependant, les 


















Figure 16 : Le protéasome 26S présenté en 2 dimensions par microscopie 










sous-unités du facteur de traduction des protéines eIF3 (Csibi et coll. 2009) ainsi que le 
facteur de différenciation musculaire MyoD (Tintignac et coll. 2005). En orientant ces 
différentes protéines vers la dégradation par le protéasome, cette enzyme peut donc 
également être considérée comme un index de l’anabolisme musculaire (Attaix & Baracos 
2010). 
 
Ø Dégradation des protéines polyubiquitinées par le 
protésome 26S 
Les protéines polyubiquitinées sont reconnues par le protéasome 26S puis dégradées en 
tripeptides par celui-ci. Les tripeptides sont ensuite pris en charge par d’autres peptidases 
puis dégradés en leurs constituants fondamentaux : les acides aminés (Figure 15). 
L’ubiquitine est ensuite recyclée par action d’enzymes de dé-ubiquitination qui clivent les 
liaisons de l’ubiquitine. 
Le protéasome 26S est un complexe multicatalytique de haut poids moléculaire (2500 
kDa), dont l’activité est ATP-dépendante. Il est formé d’un core catalytique, le protéasome 
20S et de deux complexes régulateurs 19S (Attaix et coll. 2005) (Figure 16). Il dégrade les 
protéines anormales ou endommagées, mais aussi de nombreuses protéines impliquées 
dans le cycle cellulaire ou la transcription des gènes. 
Les complexes régulateurs 19S sont composés de 18 sous-unités chacun. Ces 
complexes peuvent s’associer aux extrémités du protéasome 20S en présence d’ATP pour 
former le protéasome 26S (Coux et coll. 1996 ; Voges et coll. 1999). Ces complexes 
reconnaissent les chaînes de poly-ubiquitines, déplient le substrat protéique, l’injectent 
dans le core catalytique et fournissent l’énergie nécessaire au protéasome 20S pour 
dégrader les protéines en peptides de 3 à 20 acides aminés (en hydrolysant l’ATP). Ceux-ci 
sont pris en charge par des peptidases pour générer des acides aminés libres. 
Le protéasome 20S est composé de 14 sous-unités différentes assemblées en 4 anneaux 
de 7 sous-unités. Il s’agit de la partie catalytique du protéasome 26S. Il possède au moins 5 
activités peptidasiques et protéolytiques, dont les 3 principales sont : l’activité 
chymotrypsin-like (clivant préférentiellement la chaîne polypeptidique cible après les 
acides aminés hydrophobes), l’activité trypsin-like (hydrolysant les résidus basiques) et 
l’activité caspase-like ou PGPH (3!$  3!$0 $) (clivant après les 




















Figure 17 : Rôle central des facteurs de transcription FoxO dans les 
phénomènes protéolytiques G$'3	!/O%)&=>>9H. 
En situation physiologique (c’est-à-dire en l’absence de processus d’atrophie musculaire), 
les facteurs de transcription FoxO sont phosphorylés par la protéine kinase Akt, rendant 
leur translocation dans le noyau impossible. Lors d’une situation d’atrophie, la voie de 
signalisation menant à l’activation d’Akt est perturbée, rendant cette enzyme inactive. Les 
facteurs de transcription FoxO peuvent alors transloquer dans le noyau et induire la 
transcription de gènes impliqués dans la protéolyse ubiquitine-protéasome-dépendante 
(comme les gènes codant pour les enzymes E3 ligases MAFbx/Atrogin-1 et MuRF1), ou 
dans l’autophagie lysosomale (comme les gènes codant pour les protéines Atg ou LC3, 
impliquées dans la formation des autophagosomes). 
,#;F!!#!7"N&;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activités concernent le clivage spécifique des petits acides aminés neutres et des acides 
aminés à chaînes ramifiées (Orlowski et coll. 1993 ; Cardozo et coll. 1994). 
 
1.1.3. Coopération des différents systémes protéolytiques 
Du fait de leurs fonctions différentes dans la dégradation des protéines musculaires 
(déstructuration de l’architecture musculaire ou dégradation proprement dite des 
protéines), les différents systèmes protéolytiques pourraient coopèrer au cours des 
phénomènes d’atrophie musculaire. 
Les calpaïnes, par exemple, sont impliquées dans la régulation de la voie ubiquitine-
protéasome-dépendante. La disponibilité des substrats à dégrader, l’un des facteurs 
régulant l’activité du système ubiquitine-protéasome-dépendant pourrait être augmentée 
par les calpaïnes (Li et coll. 2004) et les voies régulant l’activité des calpaïnes pourraient 
activer le protéasome (Galvez et coll. 2007). Une étude de Smith et coll. semble confirmer 
ces observations en démontrant que l’activation des calpaïnes augmenterait l’activité 
protéolytique du protéasome et qu’au contraire, l’inhibition de ce dernier par de 
l’epoxomicine bloquerait la dégradation par le système des calpaïnes (Smith et Dodd. 
2007). 
La protéolyse ubiquitine-protéasome-dépendante peut aussi être reliée à l’autophagie. 
Des facteurs de transcription appelés FoxO (,7$%/) semblent en effet relier ces 
deux voies (Figure 17). Ces facteurs de transcription, au nombre de 4 chez les mammifères 
(FoxO1, FoxO3a, FoxO4 et FoxO6) sont impliqués dans de nombreux processus 
biologiques dont l’arrêt du cycle cellulaire, la réparation de l’ADN, l’apoptose, 
l’autophagie (Greer & Bruner 2005 ; Zhao et coll. 2007) ou la protéolyse ubiquitine-
protéasome-dépendante (via la régulation de l’expression de nombreux gènes dont ceux 
des enzymes E3 ligases MAFbx/atrogin-1 et MuRF1 (Sandri et coll. 2004 ; Zhao et coll. 
2007 ; Senf et coll. 2010 ; Brault et coll. 2010). De récentes études réalisées sur des 
myocytes ! *! tendent notamment à démontrer l’implication du facteur FoxO3a dans 
l’induction de l’autophagie (Zhao et coll. 2007 ; Mammucari et coll. 2007) en stimulant la 
transcription d’Atg ou du LC3 (des marqueurs membranaires des vésicules d’autophagie). 
Une fois phosphorylées sur plusieurs sites par différentes kinase notamment la protéine 
Akt (ou )!6!% : PKB) (Stitt et coll. 2004), les protéines FoxO ne peuvent plus 





























Figure 18 : Représentation schématique de la synthèse des protéines dans 
la cellule. Cette synthèse se décompose en 4 étapes : 1) Copie de l’ADN en ARNm dans 
le noyau (transcription), 2) Migration de l’ARNm du noyau au cytoplasme, 3) Migration 
de l’ARNt qui transporte un acide aminé vers le brin d’ARN et le ribosome et 4) 
traduction de l’ARNm en protéine grâce à l’apport de l’acide aminé par l’ARNt et la 
progression du ribosome le long de l’ARNm. 
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Tran et coll. 2003). Cependant, il existe certains cas dans lesquels les protéines FoxO, 
phosphorylées par d’autres kinases comme JNK, qui antagonise l’action d’Akt, peuvent 
transloquer dans le noyau (Greer & Brunet 2005). 
 
1.2. La synthèse protéique 
1.2.1. Généralités 
La synthèse protéique consiste en l’assemblage des acides aminés en chaînes de 
polypeptides. La synthèse débute dans le cytoplasme à partir des ARN messagers (ARNm) 
issus de la transcription des gènes, des ribosomes, des acides aminés fixés sur les ARN de 
transfert (ARNt) et de nombreux facteurs protéiques spécifiques des différentes étapes : 
c’est la $&! $3)!, c’est-à-dire la synthèse proprement dite des protéines à 
partir de l’ARNm. Les 3 étapes de la traduction sont l’initiation, l’élongation, et la 
terminaison (Figure 18). 
'!!!! correspond à l’assemblage des sous-unités 40S et 60S du ribosome au 
niveau du codon d’initiation (AUG) de l’ARNm (Figure 18 et Figure 19) et à la fixation 
de l’ARNt chargé avec la méthionine (qui est toujours le premier acide aminé lors de la 
synthèse d’une protéine).  
Cette étape est contrôlée par un certain nombre de protéines, dont le facteur eIF2 qui 
est impliqué dans la fixation de l’ARNt initiateur à la sous-unité 40S du ribosome pour 
former le complexe de pré-initiation 43S. 
Une autre protéine régulatrice de cette voie est la protéine 4E-BP1, qui agit comme un 
inhibiteur de l’initiation de la traduction. Sous sa forme normale, ce facteur lie un autre 
facteur d’initiation (eIF4E) qui n’est plus disponible pour jouer son rôle dans l’initiation de 
la traduction (Figure 19). En effet, ce n’est que sous sa forme libre qu’il peut s’associer 
avec eIF4G pour former le complexe eIF4F, composant actif de l’initiation de la 
traduction. La phosphorylation de 4E-BP1 provoque la libération de eIF4E et donc la 
formation du complexe eIF4F (Wang & Proud 2006). Ce complexe permet la 
reconnaissance et l’association de l’ARNm avec le complexe de pré-initiation 43S, ce qui 
initie la traduction (Pain 1996). Ainsi, il existe une corrélation entre la stimulation de la 
synthèse protéique musculaire et l’augmentation de phosphorylation de 4E-BP1 




















Figure 20 : Schéma simplifié de la voie d’activation de mTORC1 G$'3
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Enfin, on peut citer comme régulateur de cette étape, la protéine S6K1 (ou 
p70S6kinase ou p70S6K). Cette kinase de 70 kDa est elle-même activée par 
phosphorylation. Elle a comme substrat la protéine ribosomale S6, qui est un élément 
constitutif de la sous-unité 40S du ribosome (Kimball et coll. 1999 ; Anthony et coll. 
2000a ; Jastrzebski et coll. 2007 ; Hornberger et coll. 2007 ; Roux et coll. 2007). 
')"! permet l’allongement de la chaîne polypeptidique par la répétition du 
cycle consistant à accrocher l’aminoacyl-ARNt spécifique du codon suivant dans le 
ribosome, à former la liaison peptidique, et à avancer le ribosome sur l’ARNm. 
Parmi les facteurs régulateurs de cette étape, la protéine eEF2 est l’une des mieux 
décrites. Elle intervient au cours de l’étape de translocation, c’est-à-dire lorsque le 
ribosome se déplace le long de l’ARNm. Sa régulation passe par un mécanisme de 
phosphorylation/déphosphorylation complexe (Carlberg et coll. 1990 ; Wang et coll. 
2001). Sous sa forme phosphorylée, eEF2 est inactive et liée à du GTP ; sa 
déphosphorylation entraîne son activation. 
!!est l’étape pendant laquelle le polypeptide complet est relargué dans le 
cytoplasme où il subira des modifications post-traductionnelles. 
 
1.2.2. Voies de signalisation de la synthèse des protéines 
La protéine mTOR (!"3 &!) est l’élément central de la voie 
menant à la synthèse des protéines en particulier au niveau de l’étape de traduction (Figure 
19). Il s’agit d’une sérine-thréonine kinase de 290 kDa. L’utilisation d’un inhibiteur 
spécifique, la rapamycine, a permis de montrer que son activation induisait la 
phospshorylation activatrice des deux acteurs clés de la synthèse protéique : 4E-BP1 et 
S6K1 (p70S6K1), permettant ainsi l’initiation de la traduction des protéines (Bolster et 
coll. 2004 ; Karlsson et coll. 2004 ; Cuthbertson et coll. 2005 ; Dreyer & Volpi 2005).  
La protéine mTOR peut s’associer à d’autres protéines pour former deux complexes : 
les complexes mTORC1 et mTORC2 (Figure 20) mais seul mTORC1 est sensible à la 
rapamycine. Le complexe mTORC1 est constitué de mTOR, Raptor (" 
&!$3!) et Gβ1 (3!β#.!#!7) et le complexe mTORC2 
est constitué de mTOR, de rictor (3 &!#!!!* &3!  #), SIN1 
(#&!*$#3!#7!#!&!"3!;) et Gβ1. Le complexe mTORC1 est 




(Bodine et coll. 2001). La régulation de mTORC2 est moins bien connue mais ne semble 
pas intervenir dans l’initation et l’élongation de la synthèse protéique (Sarbassov et coll. 
2006). 
La voie de signalisation de mTOR est activée entre autres par des hormones comme 
l’insuline et des acides aminés, en particulier la leucine (Kimball & Jefferson 2001 ; Proud 
2004). Brièvement, avec l’insuline la protéine mTOR est activée par phosphorylation par la 
kinase Akt (Avruch et coll. 2006 ; Proud 2006), elle-même activée par la PI3K 
(33!$ #!! ?#7!) (Figure 19). La kinase Akt peut activer mTORC1 
directement par phosphorylation (Nave et coll, 1999) ou indirectement en phosphorylant 
(et ainsi en inhibant) la protéine TSC2 (.&!&3/=) (Inoki et coll. 2002 ; 
Manning et coll. 2002) ceci provoquant la dissociation du complexe TSC1-TSC2 et levant 
son effet inhibiteur sur mTOR (Kwiatkowski & Manning 2005) par l'activation de la 
protéine Rheb (Tremblay et coll. 2005) (Figure 20). Avec la leucine, les voies de 
signalisation conduisant à l’activation de mTORC1 sont encore mal connues voire 
inconnues. 
Il existe de plus une régulation fine à la fois de la synthèse protéique musculaire et de 
la protéolyse ubiquitine-protéasome-dépendante. Ainsi, l’activation de la voie PI3K/Akt 
entraine aussi la phosphorylation des facteurs de transcription FoxO (Brunet et coll. 1999 ; 
Tran et coll. 2003 ; Van Der Heide et coll. 2004), ainsi rendus inactifs car ils sont alors 
incapables de rentrer dans le noyau pour se fixer à l’ADN. 
 
2. Contrôle de la masse cellulaire 
La taille du compartiment musculaire dépend du taux de renouvellement protéique 
mais aussi du taux de renouvellement cellulaire du muscle. En effet, il existe normalement 
un équilibre entre l’élimination des cellules par apoptose (processus physiologique 
différent de la nécrose) et la régénération/différenciation des cellules musculaires. 
2.1. L’apoptose ou mort cellulaire programmée 
L’apoptose ou mort cellulaire programmée est un processus défini comme l’auto-
destruction physiologique des cellules. L’apoptose est un processus physiologique qui 
permet de contrôler le nombre de cellules d’un tissu en assurant l’élimination de cellules 



















Figure 21 : Apoptose cellulaire : représentation schématique (A) et 
visualisation d’une cellule en apoptose par immunofluorescence (B). 
Dans une cellule normale (1), l’apoptose se caractérise par la condensation du 
cytoplasme et de la chromatine, puis une fragmentation de l’ADN et le 
bourgeonnement de la membrane plasmique (2). De ces différents processus, résulte 












phénomène majeur dans le contrôle de l’homéostasie cellulaire et tissulaire de l’organisme. 
Ainsi, l’apoptose cellulaire non contrôlée pourrait être impliquée dans un certain nombre 
de situations physiopathologiques (vieillissement, maladies neuro-dégénératives, cancers). 
Dans le muscle, l’apotose est responsable de l’élimination des noyaux des myocytes. 
La modulation du nombre de noyaux d’une fibre musculaire est un moyen de contrôler sa 
taille et ses caractéristiques (Allen et coll. 1999 ; Favier et coll. 2007). C’est la théorie du 
domaine myonucléaire, soit le rapport cytoplasme/nombre de noyaux. 
L’apoptose est caractérisée par une succession de modifications morphologiques dues à 
des changements moléculaires et biochimiques. Ainsi, au cours des processus 
apoptotiques, les mitochondries subissent un certain nombre de dommages avec, 
notamment, le relargage de facteurs pro-apoptotiques dans le cytoplasme, comme le 
cytochrome c. Après condensation de la chromatine, des endonucléases vont entraîner une 
fragmentation de l’ADN, une augmentation de la protéolyse, une déstructuration de la 
membrane qui va conduire à une fragmentation de la cellule (Figure 21). 
Les processus apoptotiques font intervenir des protéases cytoplasmiques appelées 
caspases. Ces protéines sont des cystéines protéinases et sont constituées de 3 domaines : 
un pro-domaine (en N-terminal), une grande sous-unité et une petite sous-unité (en C-
terminal). Les caspases sont synthétisées sous formes de pro-enzymes inactives, les pro-
caspases (Danial & Korsmeyer 2004). Leur activation se fait par clivage de leur chaîne 
protéique de chaque côté de la grande sous-unité. Il existe 3 groupes de caspases : d’une 
part un groupe qui participe à la maturation des cytokines (caspases- 1,-4 et -5 chez 
l’homme, caspases-1, -11 et -12 chez la souris), le groupe des caspases initiatrices 
(caspases-2, -8, -9 et -10) et le groupe des caspases effectrices (caspases-3, -6 et -7). Les 
caspases initiatrices activent les caspases effectrices qui vont jouer leur rôle de 
dessassemblage de la cellule (Thornberry & Lazebnik 1998 ; Fuentes-Prior & Salvesen 
2004) en activant d’autres protéases (Fuentes-Prior & Salvesen 2004). Par exemple la pro-
caspase-3 peut être activée par les caspases-8 et -9 (Boatright & Salvesen 2003) et la 
caspase-12 (Morishima et coll 2002 ; Hitomi et coll 2004). La caspase-3 est responsable de 
la condensation de la chromatine, de la fragmentation de l’ADN et de la mort cellulaire 
(Cohen 1997 ; Kujawa et coll. 2005). Elle est aussi responsable de l’activation de la 
« cascade des caspases », c’est-à-dire de l’activation des caspases-6 et -7, qui vont elles-

























Figure 23 : Voies intrinsèques apoptotiques mitochondriales. 
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existe à ce jour 14 caspases identifiées chez les mammifères, dont 11 seulement sont 
retrouvées chez l’homme. 
L’apoptose peut être médiée par deux voies : la voie des récepteurs de mort et la voie 
mitochondriale (Morishima et coll. 2002 ; Zong et coll. 2003 ; Hitomi et coll.  2004). Ces 
voies sont activées selon la finalité mise en place par la cellule (élimination des cellules en 
excès, mort cellulaire en réponse à différents stimuli tels que les radiations ionisantes ou 
des dommages celluaires etc.). 
Ø La voie des récepteurs de mort (ou voie extrinsèque)  
Cette voie est activée par la fixation de ligands spécifiques sur des récepteurs 
membranaires dits « récepteurs de mort » appartenant à la superfamille du facteur TNF 
(&!,&) (Figure 22). Les récepteurs et ligands les mieux caractérisés sont 
Fas et son ligand FAS-L (Dhein et coll. 1995), TNF-R1 et TNF-R2 et leurs ligands TNF et 
lymphotoxin (Tartaglia et coll. 1993 ; Ashkenazi & Dixit 1998), TRAMP et son ligand 
TWEAK (Kitson et coll. 1996 ; Bodmer et coll.1997 ; Marsters et coll. 1998), TRAIL-R1 
(Pan et coll. 1997) et TRAIL-R2 (MacFarlane et coll. 1997) et leur ligand commun TRAIL 
(Pan et coll. 1997 ; Walczak et coll. 1997). 
La fixation du ligand à son récepteur entraine le recrutement d’une protéine adaptatrice 
située dans le cytosol à la membrane et ceci active la pro-caspase-8 en caspase 8. La 
caspase-8 activée va alors induire la cascade des caspases dont la caspase-3, caspase 
effectrice et terminale de cette voie (Hsu et coll. 1995 ; Boatright & Salvesen 2003 ; 
Alikhani et coll. 2004). 
Ø La voie mitochondriale (ou voie intrinsèque)  
Dans cette voie, deux grands mécanismes ont été décrits : d’une part l’apoptose 
mitochondriale dépendante des caspases, d’autres part l’apoptose mitochondriale 
indépendante des caspases (Figure 23). La première étape commune à ces deux voies est 
la perméabilisation de la membrane mitochondriale en réponse à un stress cellulaire ou des 
dommages de l’ADN. La mitochondrie rendue perméable va alors relarguer dans le 
cytoplasme des facteurs pro-apoptogènes (Crompton et coll. 1998 ; Green & Kroemer. 
2004) qui peuvent être des pro-caspases inactives (pro-caspase-2, -8 et -9), des protéines 




 (Martinou & Green 2001 ; Tsujimoto 2003), le cytochrome c ou la protéine Smac 
/DIABLO (
&$!&$!#$!*$&!*&3P!&	#%!$!"!
N!N3). Ainsi, la mitochondrie est un acteur essentiel dans la régulation de la voie 
apoptotique mitochondriale. Son intégrité est donc fortement régulée par diverses 
protéines, les principales appartenant à la famille Bcl-2 (Haldar et coll. 1994 ; Miyashita & 
Reed 1995 ; Cory & Adams 2002 ; Tsujimoto 2003 ; Chipuk et coll. 2004) : celles-ci 
peuvent être pro- (Bax, Bak, Bad, Bim, Bid, Puma, Nox) ou anti-apoptotiques (Bcl-2, Bcl-
XL, Bcl-w, Mcl-1, A1) (Chao & Korsmeyer 1998) selon qu’elles préservent l’intégrité de 
la membrane mitochondriale ou au contraire qu’elles induisent sa perméabilisation. En 
présence de concentrations élevées en calcium, la transcription du cytochrome c est 
activée, et celui-ci peut sortir de la mitochondrie et jouer son rôle pro-apoptotique 
(Freyssenet et coll. 2004). 
Dans la voie apoptotique mitochondriale dépendante des caspases, le cytochrome c 
relargué par la mitochondrie va s’associer dans le cytoplasme avec la protéine Apaf-1 et la 
caspase-9 en présence d’ATP pour former un complexe dénommé apoptosome (Zou et 
coll. 1999 ; Jeong & Seol 2008) (Figure 23). Il s’agit d’un complexe de haut poids 
moléculaire (700 kDa) pouvant activer la pro-caspase-3 en caspase-3 (Fan et coll. 2000 ; 
Jeong & Seol 2008). La caspase-12, activée par un stress du réticulum endoplasmique, peut 
elle-même activer la pro-caspase-9 en caspase-9 active. 
Dans la voie apoptotique mitochondriale indépendante des caspases, les protéines AIF 
et endonucléase G relarguées par la mitochondrie (Daugas et coll. 2000 ; Li et coll. 2001) 
vont pouvoir induire d’elles-mêmes la fragmentation de l’ADN et donc l’apoptose 
cellulaire (van Loo et coll. 2001) (Figure 23). 
Des voies de régulation internes à ces deux voies ont été décrites : ainsi il existe des 
protéines anti-apoptotiques, les protéines inhibitrices de l’apoptose (ou IAP, !.! 
	33!!) qui sont des enzymes E3 ligases pouvant ubiquitiner certaines caspases, 
notamment la caspase-9, et les diriger vers la dégradation par le protéasome (Liston et coll. 
2003 ; Yang & Yu 2003). La protéine la plus connue de cette famille, XIAP (L#!7$
!.!	33!!), est un inhibiteur connu des caspase-3, -9 et -7 (Devereaux 
& Reed 1999). Ainsi, XIAP est capable d’ubiquitiner les casapases et ainsi de les diriger 
vers la dégradation par le système ubiquitine-protéasome-dépendant. Certaines protéines 
sont connues pour jouer une action antagoniste des IAP. Ainsi, la protéine Smac/DIABLO 























Figure 24 : Mécanismes de la régénération/différenciation musculaire 
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d’éviter la dégradation des caspases et ainsi de participer à l’activation des caspases et 
donc à l’induction de l’apoptose (Verhagen et coll. 2000 ; Du et coll. 2000). 
 
2.2. La différenciation/régénération cellulaire 
Les processus de régénération/différenciation musculaire, encore appelés myogenèse, 
sont des mécanismes à part entière dans la croissance, la réparation et la régénération du 
muscle squelettique adulte (Kadi et coll. 2004). Ces mécanismes permettent notamment le 
remplacement des cellules musculaires éliminées par apoptose. 
La régénération fait intervenir les cellules satellites qui sont des cellules souches 
mononucléées et quiescentes situées en périphérie des fibres musculaires (Figure 24). Le 
nombre et la distribution de ces cellules satellites au sein des fibres musculaires dépend du 
type de fibre, de l’âge de l’individu, mais aussi de son niveau d’activité physique (Chen & 
Goldhamer 2003). La première étape de la différenciation/régénération musculaire au 
cours de situations d’hypertrophie ou au cours de processus de réparation (Bischoff 1986) 
passe par l’activation des cellules satellites (Charge & Rudnicki 2004). Les cellules 
satellites activées vont proliférer (on parle alors de myoblastes) puis ceux-ci vont fusionner 
entre eux pour donner des myotubes. La différenciation des myoblastes en myocytes donne 
des fibres musculaires terminales (Langley et coll. 2002). Ceci explique que la cellule 
musculaire est une cellule plurinucléée. A la fin de ces processus, les noyaux vont 
d’ailleurs migrer du centre de la fibre vers sa périphérie. 
Ces différents phénomènes sont sous la dépendance de facteurs de régulation 
myogéniques appelés MRF (&" ,&) qui agissent en cascade : Myf-5 
( "!&&A), MyoD ( "!&$!&!!;), la myogénine et MRF4 (ou Myf-
6,  "!& & 8). Ces MRF sont des facteurs de transcription pouvant se fixer à 
l’ADN. Ces 4 facteurs sont exprimés par les cellules satellites activées mais seul Myf-5 est 
exprimé précocément par les cellules satellites quiescentes, et son expression augmente au 
cours de l’activation des cellules satellites en myoblastes (Beauchamp et coll. 2000 ; 
Wozniak et coll. 2005). Gayraud-Morel et coll. ont montré que la présence de Myf-5 était 
nécessaire pour une régénération efficace (Gayraud-Morel et coll. 2007). Ces différents 
MRF sont exprimés chacun à une étape bien particulière de la différenciation/régénération 
musculaire. Les protéines MyoD et Myf-5 seraient exprimées pendant les phases précoces 




protéines myogénine et MRF4 seraient exprimées plus tardivement (en permettant 
notamment la différenciation terminale des myoblastes en myocytes) (Charge & Rudnicki 
2004). 
 
3. Le métabolisme protéique musculaire au cours de deux situations 
d’atrophie : le vieillissement et l’inactivité physique 
Plusieurs modèles d’inactivité physique ont été développés à ce jour. Chez l’homme, 
les plus utilisés sont l’alitement (.$), le vol spacial, la suspension unilatérale d’une 
jambe et l’immobilisation d’une articulation (Adams et coll. 2003). Chez l’animal les 
modèles les plus fréquents sont la suspension du train arrière (Jaspers & Tischler 1984 ; 
Morey-Holton & Globus 2002), l’immobilisation d’une articulation (Booth & Seider 
1979a) ou la dénervation (Goldspink 1976). 
Au cours de la sarcopénie, le métabolisme protéique musculaire est déséquilibré en 
faveur d’une perte des protéines musculaires. Ce même déséquilibre du taux de 
renouvellement protéique existe en situation d’atrophie induite par l’inactivité 
physique/l’immobilisation, et conduit à la génération de l’atrophie. Il est donc 
indispensable de connaître l’évolution du taux de renouvellement protéique d’une part au 
cours du vieillissement et d’autre part au cours de l’inactivité physique, mais aussi 
l’interaction qui peut exister entre ces deux situations puisqu’ensemble, elles peuvent 
majorer la perte de muscle et ainsi fragiliser davantage la personne âgée. 
3.1. La dégradation protéique 
Ø Au cours du vieillissement 
Les différentes voies protéolytiques ont été largement étudiées et mises en cause dans 
la mise en place de la sarcopénie. Ainsi, plusieurs études ont mis en évidence une 
augmentation de l’activité globale de la voie calcium-dépendante et une diminution des 
niveaux protéiques de la calpastatine, l’inhibiteur endogène des calpaïnes (Dargelos et coll. 
2007). L’activité de la voie lysosomale semble être elle aussi augmentée avec une 
accumulation de cathepsine D visible dans les muscles de rats âgés (Wiederanders & Oelke 
1984 ; Terman & Brunk 2004) et une augmentation de l’expression de la cathepsine L 


















Figure 25 : Défaut de réponse de la voie ubiquitine-protéasome-
dépendante au cours du vieillissement en réponse à des stimuli 
cataboliques et anaboliques : effet d’un traitement aux glucocorticoïdes 

























































































































Concernant la voie ubiquitine-protéasome-dépendante, la plupart des études ont été 
réalisées à l’état basal (i.e postabsorptif) et ne permettent pas de déceler des anomalies de 
la réponse de la protéolyse musculaire aux stimuli extérieurs. Ainsi, chez l’animal, une 
absence de réponse de cette voie protéolytique suite à un traitement aux glucocorticoïdes 
(Dardevet et coll. 1995) ou en réponse à la prise d’un repas (Mosoni et coll. 1999 ; 
Combaret et coll. 2005) (Figure 25) a été observée chez le rat âgé. Enfin, un certain 
nombre d’études confirment que la protéolyse ne serait pas affectée à l’état postabsorptif 
au cours du vieillissement (Volpi et coll. 2001 ; Wilkes et coll. 2009), mais le serait à l’état 
postprandial (Arnal et coll. 2002). Ainsi, un défaut d’inhibition de la protéolyse ubiquitine-
protéasome-dépendante en réponse à la prise d’acides aminés a pu être mis en évidence 
chez le rat âgé (Capel et coll. 2009). Seules des mesures indirectes ont permis l’étude de 
cette voie protéolytique au cours du vieillissement chez les rongeurs ou l’homme !*!*, 
telles que la mesure de la quantité de protéasomes dans un tissu, la mise en évidence de 
protéines polyubiquitinées ou la mesure d’activités protéolytiques (Pattison et coll. 2003b ; 
Welle et coll. 2003 ; Cai et coll. 2004a ; Husom et coll. 2004 ; Combaret et coll. 2005 ; 
Deruisseau et coll. 2005 ; Clavel et coll. 2006). Une étude récente semble démontrer une 
augmentation de la quantité de protéasomes 26S dans les muscles de rats âgés de 30 mois 
comparativement à des rats âgés de 4 mois (Altun et coll. 2010) et les niveaux d’ARNm 
codant pour l’ubiquitine seraient augmentés dans les muscles de rats âgés de 24 mois (Cai 
et coll. 2004a). Malgré ces études semblant démontrer une augmentation de cette voie au 
cours du vieillissement, d’autres études contradictoires montrent que cette voie 
métabolique semble régulée de façon assez variable au cours du vieillissement. En effet, si 
plusieurs études ont rapporté une augmentation de l’activité du protéasome ou de 
l’expression de ses composantes (Clavel et coll. 2006), d’autres ont pu montrer une 
diminution de l’activité du système ubiquitine-protéasome-dépendant (Ferrington et coll. 
2005) ou de ses activités peptidasiques (Husom et coll. 2004 ; Combaret et coll. 2005) au 
cours de l’avancée en âge. Certains auteurs rapportent une diminution des taux d’ARNm 
des enzymes E2 (Deruisseau et coll. 2005) et de l’enzyme E3 ligase MuRF1 dans les 
muscles  de rats âgés alors que d’autres montrent que l’expression des enzymes 
MuRF1 et MAFbx/Atrogin-1 serait augmentée avec l’âge (Pattison et coll. 2003b ; Welle 
et coll. 2003 ; Clavel et coll. 2006) mais dans des proportions inférieures par rapport à 




n’ont pas mis en évidence d’augmentation des niveaux d’ARN m de ces deux enzymes 
(Edstrom et coll. 2006). 
Ces observations suggèrent une diminution de la protéolyse ubiquitine-protéasome-
dépendante au cours du vieillissement, même si certaines études ne démasquent pas 
d’altération de cette voie (Radak et coll. 2002).  
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Ø Au cours de l’inactivité physique chez l’adulte 
Le déséquilibre du taux de renouvellement protéique qui apparaît au cours de 
l’inactivité physique peut être en partie expliqué par une augmentation de l’activité des 
différentes voies protéolytiques, ceci expliquant la perte des protéines musculaires. Ainsi, 
la protéolyse est augmentée en cas d’inactivité (+50 à +200% selon le modèle d’atrophie 
utilisé et le muscle étudié) (Jaspers & Tischler 1984 ; Loughna et coll. 1986 ; Munoz et 
coll. 1993 ; Zdanowicz & Teichberg 2003) et cette augmentation atteint un pic après 14-15 
jours chez l’animal (Thomason et coll. 1989) avant de revenir à son niveau inital au bout 
de 24 jours chez l’animal (Mihara & Uchiyama 1978). 
La voie du protéasome est activée chez l’homme et l’animal lors d’une diminution 
d’activité physique ou d’inactivité totale (Reid 2005). Ceci n’est pas surprenant dans la 
mesure où 1/ l’inactivité musculaire est associée à une perte des protéines myofibrillaires 
et 2/ cette voie protéolytique est impliquée dans la dégradation des protéines contractiles 
majeures (actine et myosine). L’expression des composantes du protéasome 26S est 
augmentée au cours de la dénervation (Sacheck et coll. 2007), de l’apesanteur (Taillandier 
et coll. 1996 ; Ikemoto et coll. 2001 ; Stevenson 2003 ; Dupont-Versteegden et coll. 2006) 
ou de l’immobilisation (Jones et coll. 2004). Les 3 principales activités protéolytiques du 
protéasome sont soit augmentées avec l’apesanteur (Ikemoto et coll. 2001 ; Yimlamai et 
coll. 2005) ou l’immobilisation par plâtrage (Vazeille et coll. 2008), soit inchangées 
(Ikemoto et coll. 2001 ; Dupont-Versteegden et coll. 2006). La première étape de ce 
système, l’ubiquitination des protéines cibles (notamment l’ubiquitination des chaînes 





















Figure 26 : Effet de l’inactivité physique obtenu sur différentes 
composantes des voies protéolytiques par un modèle de suspension (A) et 


































































































































































































































musculaire (Medina et coll. 1995) mais aussi après des périodes d’apesanteur (Taillandier 
et coll. 1996-2003 ; Ikemoto et coll. 2001 ; Yimlamai et coll. 2005 ; Dupont-Versteegden 
et coll. 2006 ; Judge et coll. 2007) ou une immobilisation par plâtrage (Vazeille et coll. 
2008) (Figure 26). Cette augmentation de conjugués polyubiquitinés est retrouvée chez 
l’homme après deux jours d’immobilisation (Glover et coll. 2010). Ces observations 
associées à une augmentation de la vitesse d’ubiquitination des protéines en cas d’atrophie 
musculaire (Combaret et coll. 2004) confirment l’activation de cette étape clé de la 
protéolyse. Les étapes suivantes semblent être régulées différemment suivant les modèles 
d’immobilisation. Si une étude récente a montré que les enzymes MuRF1 et 
MAFbx/Atrogin-1 sont régulées dès les première 48h d’immobilisation (Abadi et coll. 
2009), les ARNm de l’enzyme E3 ligase MAFbx/Atrogin-1 sont augmentés après 14 jours 
d’immobilisation chez l’homme (Jones et coll. 2004) ou dans les atrophies induites par 
dénervation chez l’animal (Bodine et coll. 2001). Les enzymes E3 ligases, dont 
MAFbx/Atrogin-1 et MuRF1, seraient ainsi augmentées dans différents modèles 
d’inactivité physique (Favier et coll. 2007). Les concentrations intra-cellulaires en calcium 
sont élevées au cours de la « décharge musculaire », ceci permettant certainement de 
stimuler l’activité des calpaïnes (Goll et coll. 2003). Ainsi, l’expression des ARNm des 
calpaïnes ubiquitaires et des m- ou µ-calpaïnes ainsi que de leurs différents régulateurs est 
augmentée en cas d’atrophies induites par l’apesanteur simulée (Taillandier et coll. 1996 ; 
Stevenson et coll. 2003 ; Goll et coll. 2003) (Figure 26). Cette observation est confirmée 
par une augmentation de l’activité de ces calpaïnes ! *!* et ! *! en réponse à 
l’inactivité physique (Baker & Margolis 1987 ; Tischler et coll. 1990 ; Taillandier et coll. 
1996). En ce qui concerne la protéolyse lysosomale, les taux d’ARNm et l’activité de la 
cathepsine L, qui est un marqueur de l’atrophie musculaire, et de la cathepsine B, sont 
augmentés en cas d’apesanteur simulée (Taillandier et coll. 1996) (Figure 26). Ces 
observations sont confirmées par une augmentation de cette voie protéolytique au cours de 
la suspension (Andrianjafiniony et coll, 2010) et de la dénervation (Zhao & Brault 2007 ; 
O’Leary & Hood 2009). L’autophagie contribuerait donc à l’atrophie dans ces situations 
d’inactivité physique. Ceci ne semble pas surprenant puisqu’elle serait sous le contrôle du 
même facteur de transcription que la voie ubiquitine-protéasome-dépendante (FoxO3) 
(Attaix & Béchet 2007). 








Ø Au cours du vieillissement et de l’inactivité physique 
Il existe peu d’études à ce jour ayant démontré l’impact du vieillissement et de 
l’inactivité physique sur la protéolyse musculaire. Par une étude d’expression génique, 
Pattisson et coll. ont pu mettre en évidence que, chez des rats âgés immobilisés pendant 10 
jours, de nombreux gènes codant pour des composantes des différentes voies 
protéolytiques (comme certaines sous-unités du protéasome, l’ubiquitine, la cathepsine L, 
la calpaïne 3, etc.) étaient largement régulés de façon positive en réponse à 
l’immobilisation par rapport à des animaux adultes immobilisés (Pattisson et coll. 2003-
2003b). 
 
3.2. La synthèse protéique 
Ø Au cours du vieillissement 
Au cours du vieillissement, la mesure de la synthèse protéique musculaire à l’état basal 
(i.e. postabsorptif) n’est pas altérée chez l’homme (Volpi et coll. 2001) alors que les 
données obtenues chez l’animal sont contradictoires. Ainsi, la synthèse protéique est 
diminuée dans les muscles "&! de rats âgés (Kelly et coll. 1984 ; Fruhbeck et 
coll. 1996), ou inchangée voire augmentée (Mays et coll. 1991 ; Mosoni et coll. 1993 ; 
Dardevet et coll. 1994-2002). Ces données contradictoires peuvent être expliquées par le 
fait que la diminution de synthèse des protéines musculaires n’affecte pas toutes les 
protéines de façon équivalente : les protéines sarcoplasmiques sont relativement préservées 
(Balagopal et coll. 1997) alors que les protéines myofibrillaires (Welle et coll. 1993 ; Nair 
1995) et mitochondriales (Rooyackers et coll. 1996) sont les plus touchées. La diminution 
de synthèse des protéines myofibrillaires est ainsi de 44% chez des sujets âgés 
comparativement à des sujets adultes (Welle et coll. 1993). La diminution de la synthèse 
protéique au cours du vieillissement  s’explique en partie par une altération des voies de 
signalisation de la synthèse protéique : ainsi, les niveaux de phosphorylation (et donc 
d’activation) de la kinase Akt, initiatrice de la cascade menant à la synthèse des protéines, 





















Figure 27 : Altération de la réponse de la synthèse protéique chez 
l’homme en réponse à des signaux anaboliques G$'3!&E=>>@HE
Le taux de synthèse protéique fractionnaire (FSR) musculaire est inférieur chez des sujets 
âgés (0,061±0,004%/h) comparativement à des sujets adultes (0,082±0,010%/h, âgés vs 
adultes, <0.05). Ce résultat peut être en partie expliqué par une perte de la stimulation de 
la phosphorylation de la protéine S6K1 en réponse aux acides aminés. 
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"&! (Haddad & Adams 2006), ce qui va dans le sens d’une baisse de la synthèse 
protéique musculaire. 
Au cours du vieillissement la stimulation de la synthèse protéique musculaire est 
fortement réduite en réponse à des signaux anaboliques (Mosoni et coll. 1995 ; Dardevet et 
coll. 2003 ; Guillet et coll. 2004a ; Cuthbertson et coll. 2005 ; Fujita et coll. 2009) (Figure 
27). Ceci s’explique par une perte de sensibilité du muscle à l’effet de l’insuline et/ou des 
acides aminés. Cette perte de sensibilité corrèle avec une diminution de la phosphorylation 
de S6K1 en réponse à des signaux anaboliques comme le repas (Dardevet et coll. 2000 ; 
Guillet et coll. 2004a) (Figure 27). L’origine de ces perturbations pourrait s’expliquer par 
la présence d’un stress oxydant ou d’une inflammation perturbant les voies de signalisation 
de la synthèse protéique (Visser et coll. 2002 ; Schaap et coll. 2006 ; Marzani et coll. 
2008 ; Rieu et coll. 2009 ; Balage et coll. 2009). Ces observations semblent confirmées par 
des études ayant mis en évidence une association entre des marqueurs pro-inflammatoires 
liés au vieillissement et une diminution de la synthèse protéique chez l’homme (Toth et 
coll. 2005) ou une diminution de la stimulation postprandiale de la synthèse protéique chez 
le rat (Balage et coll. 2009).  
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Ø Au cours de l’inactivité physique chez l’adulte 
Chez le rat, la perte de masse musculaire observée au cours de l’inactivité musculaire 
est due à une diminution de la protéosynthèse au cours de la première semaine d’inactivité 
(Thomason et coll. 1989). Plus précisément, la synthèse protéique est réduite dans le 
muscle squelettique après 6h d’immobilisation par plâtrage (Booth & Seider 1979b) ou 
suspension (Goldspink et coll. 1986 ; Thomason & Booth 1990) et ceci pendant toute la 
période d’immobilisation (Goldspink 1977a-1977b), pouvant atteindre -50 à -70% après 7-
14 jours (Booth & Criswell 1997 ; de Boer et coll 2007). Des études d’alitement chez 
l’homme, confirment que la synthèse protéique au niveau corps entier et au niveau 
musculaire est diminuée chez des adultes après 14 jours d’alitement (Ferrando et coll. 
1996 ; Smith et coll. 2000). Cependant ces altérations de la synthèse protéique musculaire 
ne seraient pas équivalentes selon que l’on considère l’état postprandial et l’état 


















Figure 28 : Altération de la synthèse protéique à l’état postprandial par 
l’immobilisation chez l’homme adulte G$'3*&E=>>CHE 
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(Gibson et coll. 1987 ; Biolo et coll. 2004), soit inchangée après une courte période 
d’alitement (Shangraw et coll. 1988 ; Stuart et coll. 1990 ; Lovejoy et coll. 1999 ; Stein et 
coll. 1999). En revanche, à l’état nourri, elle est fortement diminuée au cours de l’inactivité 
physique (Ferrando et coll. 1996 ; Paddon-Jones et coll. 2006 ; de Boer et coll. 2007 ; 
Glover et coll. 2008) (Figure 28). Ainsi, Glover et coll. postulent même qu’il y aurait une 
véritable résistance anabolique de la protéosynthèse à l’effet stimulateur des acides aminés 
au cours de l’immobilisation (Glover et coll. 2008). Cette diminution survient très tôt au 
cours de l’immobilisation (10 jours) puis la protéosynthèse reste stable par la suite (de 
Boer et coll. 2007). 
Au niveau des voies de signalisation, le contenu en protéine kinase Akt serait diminué 
(Bodine et coll. 2001) et son activité serait soit diminuée au cours de la suspension 
(O’Keefe et coll. 2004 ; Sugiura et coll. 2005) soit inchangée (Hunter et coll. 2002 ; Morris 
et coll. 2004). Les niveaux de phosphorylation de eEF2 et S6K1 sont augmentés et 
diminués respectivement après la dénervation et la suspension (Hornberger et coll. 2001), 
ceci traduisant une dimition de la synthèse protéique. De plus, la perte de masse musculaire 
au cours de la suspension a pu être corrélée avec une augmentation de la formation du 
complexe 4E-BP1/eIF4E (Bodine et coll. 2001). Ces observations semblent confirmer une 
diminution de la synthèse protéique au cours de l’inactivité physique. Cependant, 10 ou 21 
jours d’immobilisation n’ont pas d’effet sur l’état de phosphorylation de S6K1 et 4E-BP1 
chez l’homme (de Boer et coll. 2007) ou l’animal (Bodine et coll. 2001 ; Hornberger et 
coll. 2001 ; Reynolds et coll. 2002 ; Vargas & Lang 2008 ; Gwag et coll. 2009).  
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Ø Au cours du vieillissement et de l’inactivité physique 
Chez l’homme, une diminution de la synthèse protéique a été mise en évidence après 
10 jours d’alitement et ceci était associé à une diminution de la balance azotée (Kortebein 


















Figure 29 : Apoptose dans les muscles plantaris mesurée chez des rats 









































4. Le métabolisme cellulaire au cours du vieillissement et de l’inactivité 
physique 
4.1. L’apoptose ou mort cellulaire programmée 
Ø Au cours du vieillissement 
L’apoptose est plus élevée avec l’avancée en âge dans les muscles squelettiques 
(McArdle et coll. 2002 ; Welle 2002 ; Greenlund & Nair 2003) et en particulier au niveau 
des membres inférieurs (Dirks & Leeuwenburgh 2002 ; Pistilli et coll. 2006a ; Marzetti et 
coll. 2008b; Braga et coll. 2008) (Figure 29). Ces observations ont pu être confirmées par 
une augmentation de la fragmentation de l’ADN et du nombre de noyaux apoptotiques 
(Dirks & Leeuwenburgh 2002 ; Whitman et coll. 2005 ; Leeuwenburgh et coll. 2005 ; Rice 
& Blough 2006). Ainsi, l’avancée en âge est associée à une augmentation de l’apoptose des 
noyaux dans les fibres musculaires (Strasser et coll. 2000 ; Malmgren et coll. 2001 ; 
Whitman et coll. 2005) et ceci peut être corrélé à une perte de masse et de fonction 
musculaire (Baker & Hepple 2006 ; Marzetti et coll. 2008b). Cette perte de noyaux semble 
importante mais il faut garder à l’esprit que les cellules musculaires sont plurinuclées donc 
que lorsque des noyaux sont éliminés par apoptose, les autres noyaux sont là pour prendre 
le relais. Cependant, une perte massive de noyaux peut induire une perte de fonctionnalité 
de ces cellules musculaires et ainsi participer à la perte de fonctionnalité musculaire 
observée au cours de la sarcopénie (Marzetti & Leeuwenburgh 2006). Ceci pourrait passer 
par une diminution des domaines myonucléaires. 
L’apoptose cellulaire peut être médiée par deux voies, la voie des récépteurs de mort et 
la voie mitochondriale (*!M=E;), et celles-ci ont toutes les deux été étudiées au cours du 
vieillissement. La voie des récepteurs de mort de l’apoptose, médiée notamment par la 
cytokine pro-inflammatoire TNF-α, est augmentée chez les rongeurs (Phillips & 
Leeuwenburgh 2005 ; Pistilli et coll. 2006b ; Marzetti et coll. 2008a ; Marzetti et coll. 
2009 ; Andrianjafiniony et coll. 2010). On pourrait donc penser qu’il y aurait un lien entre 
l’augmentation de l’inflammation liée à l’âge et l’augmentation de l’apoptose des cellules 
par la voie des récepteurs de mort. 
Concernant la voie apoptotique mitochondriale dépendante des caspases, elle semble 
régulée de façon beaucoup moins constante au cours du vieillissement. Ainsi, les niveaux 





















Figure 30 : Apoptose mesurée dans les muscles soleus chez des rats 














































































































l’apoptosome) et de la caspase-3 (caspase effectrice de cette voie) sont soit augmentés soit 
inchangés avec l’âge dans les muscles squelettiques (Dirks & Leeuwenburgh 2002-2004 ; 
Siu et coll. 2005 ; Whitman et coll. 2005 ;Chung & Ng 2006). Les niveaux protéiques du 
cytochrome c (lui aussi impliqué dans la formation de l’apoptosome) seraient eux aussi soit 
diminués (Dirks & Leeuwenburgh 2002) soit augmentés (Siu et coll. 2005). De la même 
façon, le facteur protéique pro-apoptotique AIF, relargué par la mitochondie, peut être soit 
augmenté (Dirks & Leeuwenburgh 2004), soit diminué (Chung & Ng 2006). Les niveaux 
protéiques de XIAP (protéine anti-apoptotique régulant cette voie), sont augmentés avec 
l’âge dans les muscles "&! (Siu et coll. 2005) suggérant un mécanisme 
d’adaptation pour contrer l’augmentation de la caspase-3. D’autres auteurs suggèrent que 
cette voie mitochondriale serait augmentée au cours du vieillissement (Andrianjafiniony et 
coll. 2010). Ces études contradictoires démontrent que cette voie de l’apoptose est 
différemment régulée au cours du vieillissement selon les modèles d’études utilisés 
(animal, âge, muscle etc.). Pour Marzetti et coll, l’augmentation de l’apoptose liée à l’âge 
passerait par la voie indépendante des caspases (Marzetti et coll. 2008b). 
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Ø Au cours de l’inactivité physique chez l’adulte 
L’inactivité physique induit une perte de cellules musculaires fonctionnelles par 
apoptose mais aussi une perte des noyaux dans les fibres musculaires chez l’animal, que ce 
soit avec un modèle de suspension (Allen et coll. 1997a ; Leeuwenburgh et coll. 2005), de 
dénervation (Schmalbruch & Lewis 2000) ou d’immobilisation (Smith et coll. 2000). Cette 
augmentation de l’apoptose serait surtout détectable dans les fibres lentes (Allen 1996-
1997b ; Leeuwenburgh et coll. 2005) (Figure 30). Une augmentation de la fragmentation 
de l’ADN est observée au cours de l’inactivité physique que ce soit avec un modèle de 
suspension (Vandenburgh et coll. 1989 ; Allen et coll. 1997b), de dénervation chez le rat 
(Vandenburgh et coll. 1990) ou de plâtrage chez le lapin (Smith et coll. 2000) ou le rat 




nombre de noyaux apoptotiques dans les cellules des muscles atrophiés chez le lapin ou le 
rat (Smith et coll. 2000 ; Oishi et coll. 2008). Cette augmentation du nombre de noyaux 
pourrait résulter en une diminution du nombre de noyaux dans les fibres musculaires. Ceci 
associé à une diminution de la surface des fibres pourrait expliquer la diminution des 
domaines myonucléaires observée (Favier et coll. 2007). 
Les deux voies de l’apoptose seraient activées au cours des atrophies induites par 
l’inactivité physique chez des animaux adultes. Cependant, la voie des récepteurs de mort 
et l’implication de la caspase-8 ont été relativement peu étudiées même si cette voie 
semble activée au cours de l’inactivité induite par apesanteur (Ferreira et coll. 2008 ; 
Marzetti et coll. 2008b). La voie apoptotique mitochondriale dépendante des caspases a été 
bien caractérisée au cours des processus d’atrophie musculaire induite par l’inactivité 
physique et elle semble fortement activée. Ainsi, une augmentation des niveaux de 
fragmentation de l’ADN, de l’expression de gènes pro-apoptotiques de la protéine pro-
apoptotique Bax ou des caspases-3, -6, -9 ou -12 a été enregistrée après une période 
d’immobilisation (Leeuwenburgh et coll. 2005 ; Berthon et coll. 2007 ; Servais et coll. 
2007). Une augmentation du contenu en cytochrome c, d’Apaf-1 (Siu & Alway 2006 ; 
Adihetty et coll. 2007 ; Vazeille et coll. 2008) et de la l’activité de la caspase-9 (Vazeille et 
coll. 2008) (tous trois impliqués dans la formation de l’apoptosome) a été observée au 
cours de l’immobilisation. L’activité de la caspase-3, qui est la caspase effectrice de 
l’apoptose, est largement augmentée au cours d’une atrophie musculaire induite par 
apesanteur chez le rat (Ferreira et coll. 2008 ; Berthon et coll. 2007), par dénervation (Siu 
& Alway 2006) ou par plâtrage (Vazeille et coll. 2008). Concernant les régulateurs de cette 
voie, les données semblent contradictoires. Ainsi, les niveaux protéiques de la protéine 
pro-apoptotique Smac/DIABLO et de la protéine anti-apoptotique XIAP semblent 
augmentés et diminués respectivement (Siu & Alway 2006 ; Vazeille et coll. 2008) ou 
inchangés (Siu et coll. 2005) selon le modèle utilisé. 
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Ø Au cours du vieillissement et de l’inactivité physique 
Les deux voies de l’apoptose seraient activées au cours des atrophies induites par 
l’inactivité physique chez des animaux âgés (Andrianjafiniony et coll. 2010). Dans les 
muscles "&! de rats suspendus il y a une réponse différente de l’apoptose entre 
des animaux adultes et des animaux âgés : ainsi une augmentation de l’apoptose et de ses 
marqueurs est enregistrée après 7 jours d’inactivité chez les animaux jeunes et âgés, mais 
cette augmentation ne persisterait à 14 jours que chez les animaux âgés (Siu et coll. 2005). 
De même l’index apoptotique est augmenté de 600% dans les muscles 3! de rats 
âgés suspendus comparé à des rats adultes (Leeuwenburgh et coll. 2005 ; Pistilli et coll. 
2006b). Une augmentation de l’apoptose des noyaux des fibres musculaires est observée 
après 4 semaines de dénervation comparativement à des rats adultes immobilisés (van der 
Meer et coll. 2011). 
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4.2. La différenciation/régénération cellulaire 
Ø Au cours du vieillissement 
La régénération des muscles squelettiques semble fortement diminuée au cours de 
l’avancée en âge (Grounds 1998 ; Conboy et coll. 2003). Une diminution du nombre de 
cellules satellites (cellules indifférenciées à l’origine des cellules musculaires) et/ou une 
réduction de leur fonctionnalité pourrait expliquer la difficulté du muscle âgé sarcopénique 
à se régénérer après des phases d’atrophie. Ainsi, le nombre de cellules satellites et de 
noyaux par fibre musculaire est fortement diminué au cours du vieillissement (Kadi et coll. 
2004-2005 ; Brack et coll. 2005). De plus, une perte de la fonctionnalité de ces cellules 
satellites a aussi été mise en évidence au cours de l’âge  (Gallegly et coll. 2004 ; Conboy et 
coll. 2005 ; Brooks et coll. 2009) ; les cellules satellites perdent donc progressivement leur 
capacité à se différencier et à proliférer au cours du vieillissement (Hawke & Garry 2001 ; 




vieillissement ce qui contribuerait au défaut de régénération du muscle squelettique 
(Jejurikar et coll. 2006 ; Dupont-Versteegden et coll. 2006).  
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Ø Au cours de l’inactivité physique chez l’adulte 
Les cellules satellites voient leur activité diminuée par l’immobilisation (Schultz et 
coll. 1994). Une perte du nombre et/ou de l’activité des MRF (facteurs de transcription à 
l’origine de la différenciation des cellules satellites en myoblastes) peut expliquer ces 
observations. Ainsi, les MRF sont affectés par ces périodes d’immobilisation : la quantité 
de protéine Myf-5 est diminuée de 30% dans les muscles "&! de rats adultes 
immobilisés (Vazeille et coll. 2008). Les capacités de régénération pourraient dépendre du 
volume de cytoplasme exprimé par noyau, un index dénommé domaine myonucléaire. La 
taille du domaine myonucléaire, normalement constante, (Allen et coll. 1999) 
conditionnerait la capacité de régénération d’un tissu plus que le nombre de cellules 
satellites. Au cours de l’immobilisation, la taille du domaine myonucléaire est diminuée, 
en particulier dans les fibres de type I (Tseng et coll. 1994 ; Allen et coll. 1995 ; 
Aravamudan et coll. 2006). 
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Ø Au cours du vieillissement et de l’inactivité physique 
Peu d’études se sont intéressées à l’effet de l’interaction de l’inactivité physique et de 
l’âge sur la régénération cellulaire. Après une période d’immobilisation, des animaux âgés 
sont incapables de récupérer la masse musculaire perdue, contrairement à des animaux 
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et coll. 2001a-2001b) et donc une probable atteinte des voies menant à la 
différenciation/régénération des cellules musculaires. Chez des rats âgés de 25 mois 
immobilisés, la taille du domaine myonucléaire serait diminuée mais de façon identique à 
des animaux adultes (van der Meer et coll. 2011). L’absence de récupération musculaire 
semblerait donc plutôt due à une atteinte du nombre et/ou de la fonctionnalité des cellules 
satellites et/ou de leurs régulateurs. 
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5. Rôle du stress oxydant et de l’inflammation dans les atrophies 
musculaires liées au vieillissement ou à l’inactivité physique 
Dans une cellule saine, il existe un équilibre entre la production physiologique 
d’espèces réactives de l’oxygène (ROS), principalement par la mitochondrie, et les 
capacités antioxydantes de cette cellule. Le stress oxydant correspond à une surproduction 
de ROS et/ou une diminution des capacités antioxydantes (Sies 1997). Le stress oxydant se 
manifeste par des modifications des macromolécules (carbonylation des protéines et 
péroxydation lipidique) qui altèrent leur structure et leurs fonctions. 
La production prolongée de ROS entraîne l’activation des voies menant à l’apoptose et 
à la protéolyse (Ji et coll. 2006) (Figure 31). Ainsi, les ROS peuvent notamment activer la 
caspase-3, caspase effectrice de l’apoptose cellulaire, dans de nombreuses cellules en 
particulier la cellule musculaire (Primeau et coll. 2002). De plus, le stress oxydant associé 
à une atrophie musculaire est corrélé à une activation de la protéine FoxO3a (Brunet et 
coll. 2004 ; Cai et coll. 2004b ; Essers et coll. 2004 ; Storz 2006 ; Moylan & Reid 2007), 
facteur de transcription ayant un rôle central dans l’activation de diverses voies 
protéolytiques. L’activation des voies protéolytiques par le stress oxydant pourrait être 
médiée par l’activation directe du facteur de transcription NF-κB (Li et coll. 1998-2003a ; 
Storz 2006) dans de nombreux types cellulaires dont les cellules musculaires (Furukawa-
Hibi et coll. 2002). En effet, le facteur de transcription NF-κB est capable d’induire la 
transcription de l’enzyme E3 ligase MuRF1, responsable de la reconnaissance spécifique 
des substrats à dégrader par le protéasome, et ceci induit une importante perte de muscle 




protéolytiques par le stress oxydant pourrait aussi passer par d’autres médiateurs : ainsi, le 
TNF-α, une cytokine pro-inflammatoire et principal médiateur de l’inflammation, peut 
aussi activer la dégradation protéique dans les muscles squelettiques (Li et coll. 1998) via 
l’activation de la voie ubiquitine-protéasome-dépendante (Llovera et coll. 1997). Il est 
notamment capable d’activer la transcription des gènes des enzymes E3 ligases spécifiques 
du muscle, MuRF1 et MAFbx/Atrogin-1 (Li et coll. 2003b-2005 ; Cai et coll. 2004b). 
Le TNF-α pourrait aussi avoir un rôle négatif sur la différenciation des cellules 
musculaires : ainsi, le traitement de myoblastes C2C12 et de myoblastes humains avec du 
TNF-α se traduit par une réduction de l’expression des gènes de MyoD et de la myogénine 
(MRF régulant la différienciation des cellules satellites indifférenciées en myoblastes) et 
de protéines de la voie de signalisation régulant la traduction des protéines (mTOR, S6K1 
et 4E-BP1) (Chandran et coll. 2007 ; Frost et coll. 1997-2003 ; Guttridge et coll. 2000 ; 
Strle et coll. 2004 ; Williamson et coll. 2005 ; Stewart et coll. 2004). Le TNF-α serait donc 
doublement impliqué dans l’apparition d’une atrophie musculaire induite par la « décharge 
musculaire » : d’une part en jouant sur la balance protéique du muscle (en stimulant la 
dégradation des protéines musculaires), d’autre part en jouant sur la balance cellulaire du 
muscle (en inhibant la régénération/différenciation de nouvelles cellules musculaires). 
Enfin, l’inflammation rendrait le muscle résistant à l’effet stimulateur des acides 
aminés (Lang et coll. 2002). Ceci pourrait participer à l’atrophie musculaire au cours de 
situations cataboliques puisqu’au cours de l’inflammation le muscle nécessiterait alors 
davantages d’acides aminés afin d’assurer une synthèse protéique identique, au détriment 
du compartiment musculaire. 
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Ø Au cours du vieillissement 
Le vieillissement est associé à une production accrue de ROS cytosoliques chez 
l’animal (Hyun et coll. 2006 ; Martin & Grotewiel 2006 ; Yu & Chung 2006), en 
particullier dans les muscles glycolytiques (Capel et coll. 2004). Ces ROS sont générées 
par la mitochondrie en réponse à des augmentations de concentration en calcium, comme 
cela a pu être démontré pour le péroxyde d’hydrogène (Capel et coll. 2005a-2005b). Les 
ROS vont induire des modifications structurales et fonctionnelles des macromolécules, en 
particulier une oxydation des protéines. En effet, l’étude de muscles "&! de rats 




des rats adultes (Reznick & Packer 1994). Or les protéines oxydées sont orientées vers la 
dégradation (Levine et coll. 1996). Ces ROS peuvent aussi induire l’apoptose 
mitochondriale ; leur augmentation permettrait donc en partie d’expliquer l’augmentation 
de l’apoptose observée dans les muscles âgés. De plus, une approche par « Gene Chip » a 
pu mettre en évidence une régulation positive de 27 gènes associés aux processus 
inflammatoires liés à la production de radicaux libres (Giresi et coll. 2005).  
Le vieillissement est aussi associé à la mise en place d’une inflammation chronique à 
bas bruit qui peut inhiber la synthèse protéique (Howard et coll. 2007 ; Balage et coll. 
2009 ; Rieu et coll. 2009). Ainsi, l’utilisation d’ibuprofène, une molécule anti-
inflammatoire, permet de restaurer le défaut de synthèse protéique au cours du 
vieillissement (Rieu et coll. 2009). Une étude récente de Cuthbertson et coll. a montré que 
les niveaux protéiques du facteur de transcription NF-κB étaient 4 fois plus importants 
dans les muscles de sujets âgés comparés à des sujets adultes (2005). Ceci peut être 
expliqué par le fait que le vieillissement semble aussi affecter la voie de signalisation 
menant à l’activation de NF-κB via le TNF-α. Ainsi, les protéines intermédiaires de cette 
voie de signalisation (IKKγ, IκBα et p65) sont augmentées au cours de l’âge dans les 
muscles . Le TNF-α stimule à la fois les processus inflammatoires et apoptotiques 
mais aucune étude à ce jour n’a pu expliquer son implication exacte dans les muscles au 
cours du vieillissement. 




Ø Au cours de l’inactivité physique chez l’adulte 
Il est maintenant bien établi que l’immobilisation des muscles, comme l’exercice 
physique, entraîne un stress oxydant au sein des fibres musculaires (St-Amand et coll. 
2001 ; Nikawa et coll. 2004 ; Powers et coll. 2007 ; Biolo et coll. 2008). Ainsi, une série 
d’études a montré que l’immobilisation des membres inférieurs entraînait un stress oxydant 
dans les cellules musculaires suivi par une atrophie des muscles immobilisés (Carmeli et 
coll. 1993 ; Fares et coll. 1996). Ces observations sont confirmées par une augmentation 
des marqueurs du stress oxydant (Lawler et coll. 2003 ; Arbogast et coll. 2007 ; Siu et coll. 




que ce soit avec un modèle d’immobilisation par plâtrage (Kondo et coll. 1993), ou de 
suspension (Lawler et coll. 2003 ; Matuszczak et coll. 2004 ; Arbogast et coll. 2007). Ceci 
est retrouvé chez l’homme ; en effet l’alitement chez des adultes entraîne une 
augmentation du contenu en protéines carbonylées, qui est un marqueur du stress oxydant 
(Vescovo et coll. 2008 ; Dalla Libera et coll. 2009). Concernant la péroxidation lipidique, 4 
semaines d’immobilisation entraînent une accumulation de 258% des diènes conjugués 
(Reznick 1995) et une augmentation des TBARS (!..!!& 	&!$ &!*

.&) de 65% ainsi qu’une diminution du glutathion total intramusculaire (GSH) et 
une augmentation du glutathion disulfite intramusculaire sous sa forme oxydée (GSSG) 
(Kondo et coll. 1991), le rapport GSH/GSSG (qui est un index de l’état d’oxydation dans 
la cellule) allant dans le sens de la présence d’un stress oxydant. Chez l’homme, le groupe 
de Biolo a montré que les taux de glutathion et sa synthèse sont inchangés dans les 
érythrocytes après 5 semaines d’alitement (Biolo et coll. 2008 ; Agostini et coll. 2010). 
L’augmentation du stress oxydant peut entraîner une réduction de la prise alimentaire par 
la production de cytokines aneroxigènes et cette anorexie peut contribuer à l’atrophie 
musclaire. Cependant, lorsque le modèle d’inactivité musculaire n’entraîne pas de 
diminution de la prise alimentaire, l’inactivité physique peut entraîner une augmentation du 
glutathion total (Crowe et coll. 2007) afin de lutter contre le stress oxydant induit. En effet, 
la disponibilité des acides aminés constitutifs du glutathion influence directement sa 
synthèse. En cas de diminution de la prise alimentaire, les quantités d’acides aminés sont 
fortement diminuées et la synthèse du glutathion est restreinte, rendant la lutte contre le 
stress oxydant difficile. Ce stress oxydant observé lors des atrophies induites par 
l’inactivité physique stimule la dégradation protéique via les calpaïnes et la caspase-3 
(Smuder et coll. 2010). Il existe donc des liens étroits entre le stress oxydant, la protéolyse 
et l’apoptose au cours de l’inactivité physique chez l’adulte. 
Une surproduction de ROS a également pu être observée dans différents modèles 
d’immobilisation (Kondo et coll. 1991-1993 ; O’Leary & Hood 2008 ; Muller et coll. 
2007 ; Powers & Jackson 2008). Au cours de l’inactivité musculaire, les ROS sont 
majoritairement produits par la mitochondrie (Kavazis et coll. 2009). Ces ROS semblent 
participer à l’atrophie musculaire au cours de l’immobilisation en activant les systèmes 
protéolytiques : ils peuvent notamment perturber l’homéostasie calcique au cours de 
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dépendante, mais aussi activer la transcription des gènes des enzymes E2 et E3 de la voie 
ubiquitine-protéasome-dépendante (Li et coll. 2003b). 
De plus, il y a une inflammation locale induite par les dommages cellulaires générés au 
cours de l’atrophie (Kasper 1995 ; McClung et coll. 2007). Ainsi, l’immobilisation chez 
des rats jeunes entraîne une augmentation précoce des processus inflammatoires avec une 
augmentation de la production des cytokines pro-inflammatoires. Par exemple, une 
augmentation des taux d’ARNm du TNF-α, de l’Il-6 et de l’Il-1 a pu être observée chez des 
animaux adultes immobilisés (Caron et coll. 2009). De la même façon, l’activité du facteur 
de transcription NF-κB est augmentée au cours de la « décharge musculaire » (Hunter et 
coll. 2002-2004 ; Farid et coll. 2005 ; Judge et coll. 2007), celui-ci pouvant activer soit les 
voies de la protéolyse soit les voies de l’inflammation.  
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Ø Au cours du vieillissement et de l’inactivité physique 
Au cours de l’immobilisation chez le rat âgé le facteur de transcription NF-κB est 
régulé selon deux phases : son activité est d’abord diminuée pendant les deux premières 
semaines puis augmentée par la suite (Bar-Shai et coll. 2005). De plus, une différence 
semble exister entre la réponse des rats adultes et des rats âgés immobilisés. Ainsi, la voie 
impliquant les protéines ΙκB est activée au cours de l’immobilisation mais semble plus 
augmentée chez les rats âgés que chez les rats jeunes (Bar-Shai et coll. 2005). Les 
protéines ΙκB sont des inhibiteurs du facteur de transcription NF-κB qu’elles retiennent 
dans le cytoplasme, rendant son rôle de facteur de transcription impossible (Figure 32). 
Dans les premières phases de l’immobilisation, l’inflammation serait donc moins 
importante chez le rat âgé. 
Chez l’homme âgé sédentaire, l’augmentation des perturbations du statut redox et une 
inflammation systémique chronique seraient plus importantes que chez des personnes 
âgées actives (Safdar et coll. 2010). La présence d’un fort stress oxydant (augmentation de 




(augmentation des malonedialdéhydes) est plus importante chez des animaux immobilisés 
âgés de 30 mois comparés à des animaux immobilisés agés de 6 mois (Siu et coll. 2008). 
L’ensemble de ces observations tend à démontrer l’existence de phénomènes 
inflammatoires et d’oxydation plus importants au cours du vieillissement comme si 
l’organisme âgé était incapable de contenir les phénomènes inflammatoires et d’oxydation 
« normalement » associés à l’inactivité physique. 
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6. Récupération musculaire suite à l’immobilisation 
6.1. Mécanismes généraux chez l’adulte 
La récupération musculaire est nettement moins étudiée que la phase d’atrophie 
générée par des périodes d’immobilisation. Elle consiste en la réparation et le 
renouvellement des fibres musculaires et en un gain de protéines musculaires. Chez des 
rats adultes immobilisés pendant 2 semaines par suspension et ayant perdu 73% de la 
masse des muscles  et principalement des fibres de type I, 14 jours de récupération 
musculaire permettent une récupération totale des fibres (Sugiura et coll. 2005 ; Oishi et 
coll. 2008). Ainsi, les perturbations histologiques et biochimiques générées par l’atrophie 
sont normalisées après 14 jours de récupération dans les muscles  de souris 
immobilisées par suspension (Mitchell & Pavlath 2001). Chez le rat adulte immobilisé par 
plâtrage, la récupération musculaire n’est complète qu’après 40 jours de récupération 
musculaire (Vazeille et coll. 2008). Ce phénomène de récupération est précoce car de 
nouvelles fibres musculaires ont été observées dans les muscles  après seulement 4 
jours de récupération chez des rats immobilisés (Hortobagy et coll. 2000). 
 
Ø Gain de fibres musculaires 
Concernant la réparation des fibres musculaires, les cellules satellites sont essentielles 
au cours de la régénération : elles vont servir à la réparation des fibres lésées par 
l’incorporation de leurs noyaux dans les fibres musculaires en reconstruction (Moss et coll. 




satellites en myocytes matures apparaît comme l’un des points clés de la croissance et de la 
réparation musculaire (Hawke & Garry 2001). Le facteur myogénique MyoD, activé lors 
des phases de régénération musculaire, régulerait l’expression des CMH de type IIB sur 
des cellules C2C12 en culture (Allen et coll. 2001). Une normalisation des niveaux 
protéiques de myf-5, marqueur précoce de la différenciation des cellules satellites 
fortement diminué au cours de la phase d’atrophie, est observée en phase de récupération 
(Vazeille et coll. 2008). Ceci suggère l’activation des cellules satellites à des fins de 
différenciation et donc, ! !, à la mise en place des processus de régénération 
musculaire. La balance entre régénération/différenciation musculaire et apoptose cellulaire 
joue un rôle déterminant dans le gain de cellules. Les deux phénomènes pourraient être 
finement imbriqués. Ainsi, des études suggèrent un rôle de l’apoptose au cours de la 
récupération, notamment dans l’activation du programme myogénique permettant de 
remplacer les cellules endommagées. En effet, l’apoptose serait indispensable dans les 
premiers stades de la récupération musculaire. Il a été montré que l’inhibition de la 
caspase-3, caspase effectrice de l’apoptose, réprimait la fusion des myoblastes et la 
formation de myotubes sur des cellules C2C12 en culture (Fernando et coll. 2002). Le fait 
que l’apoptose ne soit normalisée qu’après 10 et 14 jours de récupération (Oishi et coll. 
2008 ; Vazeille et coll. 2008) permettrait donc de maintenir une activité de la caspase-3 qui 
favoriserait la régénération (Vazeille et coll. 2008). Cependant, au-delà de cette période 
précoce, une diminution de l’apoptose est observée avec notamment une régulation des 
activités des caspases -3 et -9 en-dessous de leurs valeurs basales (Vazeille et coll. 2008) et 
ceci potentialiserait la récupération dans les phases plus tardives. 
 
Ø Gain de protéines musculaires 
Concernant le métabolisme protéique, un gain de protéines nécessite une normalisation 
des voies de synthèse et de dégradation protéique afin de stopper la perte de protéines, 
voire une diminution de la dégradation et/ou une augmentation de la synthèse protéique au-
dessus des valeurs basales afin de gagner des protéines. La rétention azotée et la synthèse 
protéique au niveau corps entier sont améliorées chez le rat suspendu dans les premières 
phases de la récupération musculaire (Stein et coll. 2002). Les gènes du métabolisme 
protéique sur-régulés et sous-régulés au cours de l’immobilisation reviennent à leurs 
valeurs basales après quelques heures de récupération (Sartorelli & Fulco 2004) pouvant 




relativement rapide de la surface des fibres et de la masse musculaire (Thomason et coll. 
1989 ; Kasper et coll. 1990 ; Isfort et coll. 2002 ; Taillandier et coll. 2003 ; Childs et coll. 
2003 ; Sugiura et coll. 2005 ; Sitnik et coll. 2006). 
La protéolyse ubiquitine-protéasome-dépendante augmentée au cours de la suspension 
reste élevée dans les muscles après 18h de désuspension et normalisée après 7 jours de 
récupération (Taillandier et coll. 2003). Ceci suggérerait que cette voie protéolytique serait 
régulée selon deux phases au cours de la période de récupération musculaire : une première 
phase où l’activité de cette voie resterait élevée afin d’éliminer les protéines endommagées 
au cours de la phase d’atrophie, et une seconde phase de normalisation. Ainsi, les ARNm 
des enzymes E3 ligases MuRF1 et MAFbx/Atrogin-1, augmentés au cours de 
l’immobilisation, sont normalisés dès les 24 premières heures de récupération (Jones et 
coll. 2004) et les activités chymotrypsine-like et trypsine-like du protéasome sont 
normalisées au dixième jour de récupération après une immobilisation par plâtrage 
(Vazeille et coll. 2008). 
La synthèse protéique musculaire, quant à elle, est augmentée en période de 
récupération musculaire chez le rat adulte (Booth 1982). Ainsi, la voie en aval de la 
protéine Akt, incluant la protéine S6, est activée très tôt au cours de la récupération suivant 
l’inactivité physique, suggérant que la récupération est facilitée par une augmentation de la 
protéosynthèse très tôt au cours de la phase de récupération (Sugiura et coll. 2005). En 
effet, 3 jours de récupération  permettent d’augmenter les niveaux de phospshorylation de 
l’enzyme Akt et de la protéine S6K1 alors que ces niveaux de phosphorylation avaient été 
largement diminués par 10 jours d’immobilisation (Sugiura et coll. 2005). Après quelques 
jours de récupération dans les muscles "&! de rats suspendus, les niveaux de 
phosphorylation des protéines Akt (Bodine et coll. 2001), mTOR (Reynolds et coll. 2002) 
et S6K1 (Bodine et coll. 2001 ; Hornberger et coll. 2001) reviennent à leur niveau d’avant 
suspension et quelques jours de récupération suffisent également à récupérer la quantité de 
protéine 4E-BP1 liée au facteur d’initiation eIF4E, perdue au cours de l’immobilisation 
(Hornberger et coll. 2001). 
 
Ø Rôle des processus inflammatoires : 
La place de l’inflammation dans les processus de récupération musculaire est 




être mis en évidence une infiltration des tissus lésés par les macrophages qui sécrètent des 
ROS ainsi que le TNF-α (Lawler et coll. 2003 ; Andrianjafiniony et coll. 2010). Une 
sécrétion d’IL-6 semble indispensable pendant la régénération musculaire suivant une 
atrophie induite par suspension (Childs et coll. 2003 ; Washington et coll. 2011). En effet, 
cette cytokine pourrait permettre d’activer la prolifération des cellules musculaires (Cantini 
et coll. 1995) en particulier des cellules satellites (Hawke & Garry 2001) et donc ainsi de 
favoriser la récupération musculaire par l’apparition de nouveaux myocytes fonctionnels. 
De plus l’inhibition de l’IL-6 en période de récupération musculaire chez des souris 
suspendues pendant 10 jours entraîne une inactivation de la voie Akt/mTOR et une 
diminution des ARNm de MyoD et de la myogénine (Washington et coll. 2011) confirmant 
le rôle central de cette cytokine dans la récupération musculaire. 
 
6.2. Au cours du vieillissement 
Les mécanismes impliqués dans la récupération musculaire chez des animaux ou des 
sujets âgés sont assez peu documentés. Il y aurait toutefois une régulation différente de la 
récupération musculaire au cours du vieillissement : ainsi, par une analyse différentielle 
des ARNm entre des animaux adultes et des animaux âgés immobilisés, il a pu être mis en 
évidence une quantité des ARNm de fibres IIB et des fibres IIX respectivement 16 et 25 
fois plus importante dans les muscles  d’animaux adultes pouvant expliquer que la 
récupération de masse soit observée chez des adultes mais pas chez les âgés (Pattison et 
coll. 2003a). Ce défaut de récupération semble aussi toucher l’homme : une étude 
d’immobilisation par plâtrage d’hommes âgés de 67 ans montre que ces personnes ne 
récupèrent pas la force et la taille des fibres musculaires en période de récupération 
contrairement à des sujets adultes de 24 ans (Hvid et coll. 2010). 
Comme la récupération musculaire implique forcément une activation de la 
régénération/différenciation de nouvelles cellules musculaires, ce défaut de récupération 
musculaire pourrait être dû à une altération de ces processus. Ainsi, après 2 semaines 
d’immobilisation, Carlson et coll. ont comparé les processus de régénération et de 
récupération entre des hommes adultes de 20 ans et des hommes âgés de 70 ans. Les 
résultats de cette étude montrent que le potentiel de régénération intrinsèque était maintenu 




vieillissement (diminution de TGF-β circulant, perte du signalling des MAP kinases etc.) 
(Carlson et coll. 2009). 
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Chapitre 3 : Nutrition protéique  




Il est établi depuis longtemps que le moyen le plus efficace de gagner de la masse et de 
la force musculaire est l’exercice physique. Ainsi, la pratique d’une activité physique en 
résistance a montré des effets positifs sur l’augmentation de la masse musculaire, même 
chez le sujet âgé. Chez la personne âgée en bonne santé, la pratique d’un entraînement 
régulier en endurance permet d’augmenter la synthèse des protéines musculaires de 30 à 
50% (Yarashevski et coll. 1999 ; Nair 2005 ;  Short et coll. 2005). Cependant, la pratique 
d’une telle activité physique n’est pas toujours possible chez la personne âgée qui s’est 
retrouvée alitée sur une longue période (pathologie, traumatisme, etc.). D’autres stratégies 
doivent alors être envisagées. La nutrition est l’une d’entre elle. 
 
1.  Régulations nutritionnelles du métabolisme protéique musculaire 
1.1. Effet des acides aminés sur la protéosynthèse et la protéolyse 
musculaires : effet de l’âge 
La régulation du métabolisme protéique musculaire dépend de la disponibilité des 
acides aminés au niveau intramusculaire (Wolfe & Miller 1999). Ainsi, en période 
postprandiale, les acides aminés ingérés vont pouvoir servir de substrats pour la synthèse 
protéique dans le muscle. 
Les acides aminés peuvent en effet stimuler l’anabolisme musculaire (Wolfe 2002 ; 
Rennie et coll. 2004)  par stimulation de la synthèse protéique musculaire et inhibition de 
la protéolyse (May & Buse 1989 ; Biolo et coll. 1997 ; Bohé et coll. 2001 ; Carroll et coll. 
2005; Garlick 2005 ; Bohé et coll. 2001 ; Mittendorfer et coll. 2005). Ceci permet de 
générer une balance azotée équilibrée et ainsi de maintenir la masse musculaire constante. 
Ainsi, des concentrations élevées d’acides aminés obtenues par incubation, par perfusion 
ou par administration orale entraînent une stimulation de la synthèse protéique musculaire 



















Figure 33 : Effet stimulateur comparé des acides aminés sur la synthèse 
















































et coll. 1999). En revanche, une diminution importante de l’aminoacidémie (-40 %) est 
associée à une diminution importante de la synthèse des protéines musculaires (Kobayashi 
et coll. 2003). Cet effet des acides aminés sur le métabolisme protéique musculaire est 
donc une étape clé et directe de la régulation de la masse musculaire. 
Cet effet des acides aminés sur le taux de renouvellement protéique musculaire, associé 
à l’effet global de la prise alimentaire, est altéré chez la personne âgée (Wakimoto & Block 
2001 ; Rousset et coll. 2003 ; Balage & Dardevet 2010). Ceci est confirmé par le fait que 
l’effet inhibiteur du repas sur la protéolyse est altéré au cours du vieillissement (Boirie et 
coll. 1997 ; Arnal et coll. 1999) et il en est de même sur son effet stimulateur de la 
protéosynthèse et ceci a été détecté à la fois chez le rat âgé (Mosoni et coll. 1995 ; 
Dardevet et coll. 2002) (Figure 33) et l’homme âgé (Welle et coll. 1994). Ceci résulterait 
en un déséquilibre de la balance azotée caractéristique d’une perte protéique, et 
contribuerait à la perte progressive de masse musculaire liée à l’âge. La moindre réponse 
anabolique aux acides aminés pourrait impliquer la voie de signalisation mTOR, dont le 
niveau de phosphorylation (traduisant son activation) est diminué chez des personnes âgées 
par rapport à des individus jeunes (Cuthbertson et coll. 2005). Augmenter la quantité de 
protéines ingérées, et donc la biodisponibilité en acides aminés, permettrait une 
augmentation du taux de renouvellement protéique au niveau corps entier et ainsi une 
augmentation de la balance azotée chez la personne âgée (Arnal et coll. 1999-2002 ; 
Paddon-Jones et coll. 2006). Toutefois, ce type de régime doit être utilisé avec prudence 
chez la personne âgée dont le rein (principal excréteur de l’urée issu du catabolisme des 
acides aminés) fonctionne moins bien. 
 
1.2. Effet d’acides aminés spécifiques 
Certains acides aminés semblent être plus importants que d’autres pour l’anabolisme 
protéique musculaire. Ainsi, les acides aminés essentiels possèdent à eux seuls un rôle 
stimulateur de la synthèse protéique musculaire. Plusieurs études ont démontré que 
l’ingestion d’un mélange d’acides aminés essentiels avait le même effet stimulateur sur la 
synthèse protéique qu’un mélange global d’acides aminés (Tipton et coll. 1999 ; 
Rasmussen et coll. 2000 ; Volpi et coll. 2003). De même, un bolus d’acides aminés 
essentiels (Paddon-Jones et coll. 2004 ; Katsanos et coll. 2005) permet d’améliorer la 











Figure 34 : Effet des acides aminés essentiels sur la synthèse protéique 
musculaire chez l’homme âgé G$'3$$#&E=>>@HE 
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Figure 36 : Impact d’une supplémentation en leucine sur la synthèse 
protéique chez l’homme âgé G$'3!&E=>>8HE
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aminés est pourtant réduit (Figure 34). Parmi les acides aminés essentiels, les 3 acides 
aminés à chaînes ramifiées (Figures 35)  (leucine, isoleucine et valine) semblent avoir un 
rôle particulier. Ils pourraient à eux seuls posséder un effet anabolique sur le métabolisme 
protéique (Alvestrand et coll. 1990 ; Louard et coll. 1990 ; Nair et coll. 1992). Ainsi, 
l’administration de ces 3 acides aminés à des doses supra-physiologiques (Fulks et coll. 
1975 ; Li & Jefferson 1978) ou par perfusion à des doses nutritionnelles (Garlick & Grant 
1988) permet d’augmenter la synthèse protéique musculaire aussi efficacement qu’un 
mélange complet d’acides aminés. Ces acides aminés pourraient de plus inhiber la 
dégradation des protéines dans le muscle (Louard et coll. 1990), ce qui expliquerait leur 
effet anabolique. Récemment, une étude ! *! sur cellules C2C12 a montré que les 
acides aminés à chaînes ramifiés étaient capables d’inhiber l’expression des enzymes E3 
ligases MuRF1 et MAFbx/Atrogin-1 (Herningtyas et coll 2008). Ceci pourrait expliquer le 
mécanisme d’action de ces acides aminés à chaînes ramifiées sur la protéolyse musculaire. 
 
1.3. Effet de la leucine 
Parmi les 3 acides aminés à chaînes ramifiées (Figures 35), la leucine permet de 
stimuler la synthèse protéique ! *! aussi bien qu’un mélange des 3 acides aminés à 
chaînes ramifiées (Fulks et col.l 1975 ; Buse & Reid 1975 ; Hong & Layman 1984). Cette 
observation suggère fortement que l’effet des acides aminés sur la synthèse protéique 
musculaire pourrait être attribuable à la leucine seule. Cet effet de la leucine a pu être mis 
en évidence !*! (Buse & Reid 1975 ; Li & Jefferson 1978 ; Smith et coll. 1992) et !
*!* (Anthony et coll. 1999-2000a ; Dardevet et coll. 2002 ; Koopman et coll. 2005 ; 
Katsanos et coll. 2006 ; Rieu et coll. 2006) (Figure 36). Elle peut notamment stimuler la 
synthèse de protéines spécifiques dans le muscle comme les protéines mitochondriales et 
sarcoplasmiques (Guillet et coll. 2004b). L’effet stimulateur de la leucine sur la synthèse 
protéique a pu être démontré chez des sujets jeunes et chez des sujets âgés, à condition 
toutefois que la proportion de leucine soit augmentée (41% de leucine pour 6,7g d’acides 
aminés essentiels chez les sujets âgés contre 26% de leucine pour 6,7g d’acides aminés 
essentiels chez les sujets jeunes) (Katsanos et coll. 2006). Cependant, l’effet sur le long 





Plusieurs études suggèrent que la leucine possèderait aussi un effet anti-protéolytique 
(Buse & Reid 1975 ; Tischler et coll. 1982 ; Frexes-Steed et coll. 1992 ; Combaret et coll. 
2005 ; Nakashima et coll. 2005). En effet, en général, des supplémentations en leucine 
induisent une diminution de la protéolyse dans le muscle squelettique qu’elle soit perfusée 
(Tessari et coll. 1987 ; Nair et coll. 1992 ; Louard et coll. 1995 ; Kee et coll. 2003 ; 
Kobayashi et coll. 2006), ajoutée !*! sur le muscle entier incubé (Buse & Reid 1975 ; 
Tischler et coll.1982 ; Busquets et coll. 2000), ajoutée !*! sur des cellules musculaires 
en culture (Mitchell et coll. 2004 ; Nakashima et coll. 2005) ou donnée par voie orale 
(Combaret et coll. 2005). Busquets et coll. ont mis en évidence sur des muscles EDL 
incubés, que la leucine inhibe 25% de la protéolyse musculaire (Busquets et coll. 2002). 
Cependant, l’amplitude d’inhibition est différente selon l’espèce étudiée (homme ou 
animal), la voie d’administration et le modèle d’atrophie utilisé. 
Les effets de la leucine dépendent également de son mode d’administration et de la 
durée de la supplémentation. Ainsi, la leucine peut être administrée de façon aiguë, en une 
prise, ou de façon chronique. Les effets sont observés lorsque la leucine est administrée de 
façon aiguë, c’est-à-dire lors d’un repas unique (Dardevet et coll. 2002), ou lors 
d’administration chronique, lors d’une supplémentation de 10 à 12 jours (Lynch et coll. 
2002 ; Rieu et coll. 2003). 
Dans les muscles squelettiques d’individus âgés, cet effet nécessite d’utiliser des doses 
2 à 3 fois plus élevées (Katsanos et coll. 2006) ceci pouvant être expliqué par le fait que 
des études menées ! *!* (Dardevet et coll. 2002 ; Guillet et coll. 2004a) et ! *! 
(Dardevet et coll. 2000) montrent une résistance avec l’âge de l’effet stimulateur de la 
leucine sur la synthèse protéique musculaire. Une supplémentation en leucine permettrait 
de restaurer la stimulation postprandiale de la protéosynthèse et l’inhibition de la 
protéolyse (Dardevet et coll. 2003 ; Rieu et coll. 2006) et cet effet stimulateur de la leucine 
persiste pendant 10 jours au moins lors de supplémentation chronique en leucine. 
L’ensemble de ces données suggère donc que la résistance à la leucine liée à l’âge et donc 
une altération du signal leucine pourraient expliquer le défaut d’anabolisme postprandial 
observé au cours du vieillissement (Rieu et coll. 2003). 
Au niveau cellulaire, des études !*!* et !*! montrent que l’action de la leucine 
passerait majoritairement par la voie mTOR via la phosphorylation de cette enzyme 
(Kimball et coll. 1999 ; Dardevet et coll. 2000 ; Lynch 2001 ; Lynch et coll. 2003). Ainsi, 

















Figure 37 : Effet d’une perfusion d’acides aminés sur la synthèse 
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l’inhibiteur de la voie mTOR, et supplémentés en leucine ne sont que de 72% comparés à 
ceux d’animaux uniquement supplémentés en leucine (Anthony et coll. 2001). La leucine 
activerait en particulier l’étape d’initiation de la traduction dans le muscle squelettique en 
augmentant la phosphorylation des protéines 4E-BP1 et S6K1 (Anthony et coll. 2000a-
2000b ; Fujita et coll. 2007). Cette dernière étape est importante car la protéine S6K1 
phosphorylée régule la synthèse des protéines ribosomales et de facteurs d’élongation de la 
synthèse protéique. Ainsi, l’administration d’acides aminés à chaînes ramifiées ou de 
leucine seule chez des adultes pendant 2 ou 6h augmente la phosphorylation de S6K1 dans 
le muscle squelettique (Greiwe et coll. 2001 ; Liu et coll. 2001) sans activer la voie de 
signalisation d’Akt (Greiwe et coll. 2001).  
Concernant son effet inhibiteur sur la protéolyse, cette inhibition pourrait passer par 
une réduction de l’activité chymotrypsine-like du protéasome (Hamel et coll. 2003 ; 
Combaret et coll. 2005). La leucine pourrait interférer avec le site catalytique des enzymes 
du protéasome ou jouer sur l’entrée des substrats dans le core catalytique du protéasome 
(Hamel et coll. 2003). La leucine serait aussi capable de réduire l’expression des gènes 
codant pour l’ubiquitine ou l’une des sous-unités du protéasome (Busquets et coll. 2002). 
 
1.4. Vitesse de digestion des protéines : concept des protéines lentes 
et des protéines rapides 
La protéosynthèse musculaire dépend donc du temps et de la quantité d’acides aminés 
biodisponibles et cette étape peut être limitante. En effet, la vitesse d’apparition des acides 
aminés au niveau plasmatique dépend de la vitesse de digestion des protéines et de leur 
comportement au niveau digestif (c’est-à-dire de l’utilisation des acides aminés par l’aire 
splanchnique). Pour illustrer ce lien entre vitesse d’apparition des acides aminés et 
protéosynthèse musculaire, Bohé et coll. ont perfusé des acides aminés à des adultes 
pendant 6h afin d’augmenter leurs concentrations plasmatiques de 70%. Le taux de 
synthèse protéique était alors augmenté dès 30min et maintenu élevé jusqu’à 2h avant de 
revenir rapidement aux valeurs basales malgré une disponibilité maintenue en acides 
aminés (Figure 37) (Bohé et coll. 2001). La disponibilité en acides aminés dépend de la 
vitesse de digestion des protéines (Fouillet et coll. 2009) qui dépend elle-même de leurs 
caractéristiques physico-chimiques. Ainsi, selon la vitesse de digestion des protéines, 



















Figure 38 : Vitesse de digestion des protéines chez l’homme : concept des 
































































































































































biodisponibilité des acides aminés est différente. Il existe ainsi des protéines à digestion 
rapide et des protéines à digestion lente (Boirie et coll. 1997) (Figure 38). 
L’utilisation des différentes protéines du lait illustre parfaitement cette notion de 
protéines lentes et de protéines rapides : les caséines peuvent précipiter au pH acide de 
l’estomac et sont donc relarguées dans l’intestin grêle relativement lentement, alors que les 
protéines du lactosérum restent solubles et sont donc relarguées rapidement dans l’intestin 
grêle (Cayot & Lorient 1998). Les protéines du lactosérum sont des protéines dites 
« rapides » : restant solubles à pH acide, elles sont digérées plus rapidement au niveau du 
tractus digestif et induisent une libération massive mais transitoire des acides aminés dans 
la circulation sanguine (Figure 38) donc une meilleure disponibilité musculaire en acides 
aminés (Boirie et coll. 1996-1997 ; Dangin et coll. 2001). Les caséines, au contraire, sont 
des protéines à digestion lente car une fois précipitées dans l’estomac, elles sont digérées 
plus lentement et induisent une montée postprandiale de l’aminoacidémie plus faible mais 
prolongée dans le temps (Figure 38) (Boirie et coll. 1996-1997 ; Dangin et coll. 2001). 
Chez l’individu jeune, la prise de protéines lentes comme la caséine est associée à une 
meilleure accrétion protéique (Lacroix et coll. 2006) contrairement à la prise de protéines 
rapides qui vont augmenter rapidement les concentrations plasmatiques en acides aminés 
(Dangin et coll. 2001). Par contre chez la personne âgée c’est la prise de protéines rapides 
qui augmente l’utilisation des acides aminés pour le taux de renouvellement protéique 
total, contrairement à la prise de caséines (Dangin et coll. 2003). Ainsi, un bolus de 15g de 
protéines de lactosérum permet d’améliorer la balance protéique chez la personne âgée 
(Boirie et coll. 1997 ; Paddon-Jones et coll. 2006 ; Pennings et coll. 2011).  
 
2. Modulations nutritionnelles du métabolisme protéique musculaire au 
cours de l’inactivité physique et de la récupération musculaire 
2.1. Au cours de l’inactivité physique  
Ø Chez des sujets adultes 
Les données précédentes suggèrent qu’une nutrition protéique adaptée pourrait être un 
moyen efficace de limiter la perte de muscle au cours de l’inactivité physique. Ainsi, 




particulier la leucine) ou de protéines particulières (telles que les protéines de lactosérum, 
permettant d’augmenter rapidement la biodisponibilité en acides aminés au niveau du 
muscle) pourrait permettre de moduler le métabolisme protéique afin de réduire le 
déséquilibre azoté caractéristique d’une atrophie musculaire. 
L’utilisation des acides aminés à chaines ramifiées a largement été étudiée au cours des 
situations d’inactivité physique, en particulier chez l’homme immobilisé. Par exemple, 
chez des sujets jeunes soumis à 6 jours d’alitement, la prise d’acides aminés à chaînes 
ramifiées (8,9% leucine, 4,5% isoleucine et 5,4% valine, % de la ration protéique totale) 
atténue la perte azotée induite par l’alitement (Stein et coll. 1999). Cependant, une 
supplémentation en acides aminés à chaînes ramifiées chez des femmes adultes soumises à 
60 jours d’alitement permet de stimuler la synthèse protéique musculaire, mais pas de 
limiter la perte de muscle (Trappe et coll. 2007). Chez le rat adulte, une supplémentation 
spécifique en leucine au cours de l’immobilisation permet d’atténuer la perte de muscle 
(Baptista et coll. 2010). Ces données suggèrent donc que les acides aminés à chaînes 
ramifiées pourraient permettre d’atténuer la perte de masse musculaire au cours de 
périodes d’immobilisation courtes, et que cet effet serait attribuable à la leucine. 
Concernant l’utilisation de protéines particulières, peu d’études ont été réalisées. Une 
étude récente a comparé l’effet de protéines de lactosérum et de caséines données à des 
adultes alités pendant 12 ou 14 jours : la protéosynthèse était meilleure lorsque les sujets 
été supplémentés avec des protéines de lactosérum (Antonione et coll. 2008). Le 
lactosérum étant une protéine à digestion rapide et riche en leucine, cette étude 
confirmerait 1/ l’effet majeur de la leucine sur le métabolisme protéique musculaire dans 
de telles situations d’atrophie et/ou 2/l’importance d’une augmentation rapide de la 
disponibilité des acides aminés au niveau plasmatique, et donc ! ! au niveau 
musculaire. D’autres types de protéines pourraient présenter un intérêt dans des situations 
d’immobilisation. Ainsi, des supplémentations avec 20% de protéines de soja chez le rat 
permettent de réduire l’activité des calpaïnes et du protéasome et de diminuer l’atrophie 
induite par la « décharge musculaire » alors que des régimes dont la source protéique est la 
caséine ne le permettent pas (Tada & Yokogoshi 2002). Concernant leur vitesse 
d’assimilation, les protéines de soja se situent entre les protéines de lactosérum et les 
caséines. Elles pourraient donc permettre d’augmenter assez rapidement la biodisponibilité 
en acides aminés chez l’adulte, et donc de limiter l’atrophie musculaire en stimulant la 




chez des animaux adultes ont utilisé des supplémentations nutritionnelles non protéiques à 
des fins de récupération musculaire. Ainsi, Kondo et coll. ont montré qu’une injection 
unique de vitamine E à des rats adultes de 15 semaines permettait d’accélérer la 
récupération musculaire après plâtrage (Kondo et coll. 1993). La vitamine E étant connue 
pour ses propriétés antioxydantes, elle pourrait permettre de limiter le stress oxydant induit 
au cours du plâtrage, et donc de limiter la stimulation des voies de dégradation protéique 
musculaire. De même, la quercétine, un antioxydant retrouvé dans de nombreuses plantes, 
donnée à des rats adultes suspendus permet de diminuer l’atrophie dans les muscles 
"&! en diminuant l’expression des enzymes ubiquitines ligases de la voie 
ubiquitine-protéasome-dépendante (Mukai et coll. 2010). Cependant, chez des rats 
suspendus, une supplémentation avec un cocktail d’antioxydants permet d’augmenter les 
capacités anti-oxydantes du muscle mais pas d’inhiber l’atrophie musculaire (Koesterer et 
coll. 2002). De même, un régime enrichi avec 0,5% de catéchines de thé (des molécules 
connues pour leurs propriétés anti-oxydantes) donné à des souris adultes immobilisées par 
suspension permet de prévenir la perte de force musculaire mais sans changer le degré 
d’atrophie en diminuant l’oxydation des protéines myofibrillaires (Ota et coll. 2011). 
Plus récemment, un groupe coréen a montré qu’une supplémentation en huile de 
poisson, riche en oméga-3, avant et pendant la période d’immobilisation musculaire chez 
des animaux immobilisés pendant 10 jours, inhibait la récupération musculaire qui était 
présente chez des animaux témoins non supplémentés (You et coll. 2010). Ce résultat 
pourrait être attribué à l’effet anti-inflammatoire des omégas 3 ; comme décrit 
précédemment, l’inflammation est nécessaire lors des processus d’atrophie et son 
inhibition pourrait avoir des conséquences délétères sur la récupération. Comme 
l’inflammation est responsable de l’apparition de l’atrophie, il doit donc exister un fragile 
équilibre entre les processus pro- et anti-inflammatoires. Chez des rats immobilisés par 
plâtrage, l’injection de curcumin, connu pour ses propriétés anti-oxydantes et anti-
inflammatoires, ne permet pas de diminuer l’atrophie mais améliore la récupération 
musculaire dans ses phases précoces (Vazeille et coll. 2011). 
 
Ø Chez des sujets âgés 
Chez la personne âgée, des supplémentations avec 15g d’acides aminés essentiels 3 




musculaire (Ferrando et coll. 2010). Sur la base de ces résultats et de ceux obtenus par 
d’autres études (Paddon-Jones et coll. 2004 ; Cuthbertson et coll. 2005 ; Katsanos et coll. 
2005 ; Symons et coll. 2009) ces auteurs concluent que la solution serait d’augmenter la 
quantité de protéines ingérées pour limiter la perte de muscle chez les patients âgés alités 
au cours d’une hospitalisation, et donc que leurs Apports Nutritionnels Conseillés 
devraient être revus à la hausse.  
 
2.2. Au cours de la récupération musculaire 
Ø Chez des sujets adultes 
La majorité des études se sont focalisées sur les moyens permettant de limiter la perte 
de masse musculaire au cours de périodes d’immobilisation. Au cours de la période de 
récupération, le gain protéique passe par la mise en place d’une balance azotée positive. 
Approvisionner le muscle en acides aminés pourrait ainsi permettre de maintenir une 
balance azotée positive, et donc de limiter la perte de protéines musculaires et donc de 
masse. Ainsi, un régime riche en caséines améliore la balance azotée et le contenu en 
protéines dans les muscles de rats suspendus comparé à des régimes pauvres en protéines 
(Yokogoshi et coll. 1990). Cependant, la quantité de protéines supplémentaires à donner 
reste à déterminer. Il faut toutefois garder à l’esprit qu’augmenter de façon très importante 
la quantité de protéines n’augmente pas proportionnellement la taille et la fonction 
musculaire chez des sportifs (Tipton & Wolf 2004 ; Tipton & Witard 2007 ; Phillips et 
coll. 2009). 
 
Ø Chez des sujets âgés 
Les quelques études réalisées dans le cadre du vieillissement se sont intéressées à des 
supplémentations nutritionnelles ayant pour but de préserver la masse musculaire au cours 
du vieillissement ou au cours de l’immobilisation. A ce jour, aucune étude ne s’est 
intéressée à des stratégies nutritionnelles au cours de la période de récupération musculaire 
























OBJECTIFS DE L’ETUDE  





Les données de la littérature montrent des modifications structurales et fonctionnelles 
du tissu musculaire au cours du vieillissement. Ce phénomène, appelé sarcopénie, est 
caractérisé par un muscle âgé dont le volume, la masse protéique et les propriétés 
contractiles sont réduits, en association avec une infiltration lipidique. En outre, des 
changements de la typologie des fibres musclaires ont été décrits, avec une perte 
préférentielle des fibres de type II. L’ensemble de ces phénomènes conduit à une 
diminution de la force, des capacités de contraction et de la performance musculaire chez 
la personne âgée. 
Parmi les nombreux facteurs responsables de la sarcopénie, l’un des facteurs 
déterminants serait une absence de récupération musculaire à la suite d’épisodes 
cataboliques (Dardevet et coll. 1995 ; Mosoni et coll. 1999). Ces pertes de masses non 
récupérées, répétées tout au long de la vie, pourraient résulter en une perte significative de 
masse musculaire et ainsi participer et/ou aggraver la sarcopénie : il s’agit du « catabolic 
crisis model » de la sarcopénie (English & Paddon-Jones 2010). 
Les périodes d’immobilisation sont courantes au cours du vieillissement, qu’elles 
résultent d’une réduction générale de l’activité physique, d’un alitement à la suite d’une 
maladie, d’une hospitalisation etc. Cependant, l’effet de l’inactivité physique en tant que 
situation génératrice d’atrophie et les périodes de récupération musculaire faisant suite à 
ces périodes d’inactivité ont été assez peu étudiées chez la personne âgée. 
 
L’objectif de notre travail porte sur l’étude des mécanismes responsables de 
l’atrophie musculaire induite par une période d’immobilisation au cours du 
vieillissement, et par la caractérisation de ces mécanismes au cours de la phase de 
récupération musculaire. Ce travail permet de comprendre l’un des mécanismes 
impliqués dans l’apparition et/ou l’aggravation de la sarcopénie (succession de pertes de 
masses non récupérées), et d’envisager des stratégies nutritionnelles afin de limiter ou 
prévenir cette perte de masse. 
 
Le modèle d’immobilisation utilisé au cours de ce travail est le modèle 
d’immobilisation par plâtrage. Parmi les différents modèles d’immobilisation décrits dans 
la littérature, le plâtrage constitue le modèle non pathologique le plus adapté à nos 
objectifs. En effet, l’immobilisation par plâtrage est « réversible » et permet donc d’étudier 
les phases d’atrophie musculaire mais également les phases de récupération musculaire, ce 





















Figure 39 : Modèle d’immobilisation par plâtrage G$'32!&E=>>CHE 
  
 
                        
Figure 40 : Schéma récapitulatif du travail des différentes expérimentations 
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peut être réalisé de façon unilatérale sur l’une des deux pattes arrière (Figure 39), ce qui 
permet à l’animal d’être son propre témoin (Vazeille et coll. 2008), contrairement au 
modèle d’immobilisation par suspension du train arrière. Enfin, il s’agit du modèle 
d’inactivité physique le plus proche des situations d’immobilisation rencontrées le plus 
souvent chez l’homme. 
 
Au cours de l’immobilisation, un ensemble de perturbations biochimiques et 
métaboliques sont responsables de l’atrophie. Un déséquilibre des balances protéique 
(synthèse protéique/protéolyse) et cellulaire (régénération musculaire/apoptose) induisent 
la perte de protéines et de cellules musculaires.  
Au cours d’une première expérimentation, nous nous sommes intéressés à la 
compréhension de ces mécanismes à la suite d’une période d’immobilisation puis au cours 
de la période de récupération musculaire. L’objectif était de déceler d’éventuelles 
anomalies de ces différentes voies métaboliques afin de comprendre l’origine des pertes de 
masses non récupérées. Ce travail a permis de préciser l’impact de l’immobilisation sur la 
protéolyse, la régénération et l’apoptose dans les muscles de rats âgés immobilisés. Ces 
mêmes mécanismes étudiés au cours de la récupération ont permis d’expliquer l’absence 
de récupération musculaire liée à l’âge. Les perspectives de ce travail étaient 1/de préciser 
l’évolution de la synthèse protéique musculaire au cours de l’immobilisation et de la 
récupération (puisque notre travail laissait supposer qu’elle était altérée), et 2/ d’utiliser des 
composés nutritionnels comme levier de stimulation du métabolisme protéique (altéré au 
cours de l’immobilisation et seulement normalisé au cours de la récupération) afin 
d’induire un gain de masse musculaire (Figure 40). 
 
Une deuxième expérimentation complémentaire de la première nous a permis de mettre 
en évidence une altération de la synthèse protéique musculaire au cours de 
l’immobilisation, et sa seule normalisation au cours de la phase de récupération. Nous 
avons donc tenté de moduler le métabolisme protéique musculaire par l’apport d’acides 
aminés spécifiques (leucine libre), de protéines particulières (lactosérum) ou de régimes 
particuliers (régimes hyperprotéinés). Ces différentes stratégies étaient connues pour leur 
effet anabolique sur le muscle, mais aucune n’avait encore été étudiée au cours de la 
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 Le vieillissement s’accompagne d’une perte de masse musculaire appelée 
sarcopénie. Cette atrophie est responsable d’une fragilisation de la personne âgée, 
entraînant une perte de mobilité, une augmentation de la probabilité de survenue 
d’infections, ainsi qu’une moindre capacité de récupération suite à des évènements 
délétères. La sarcopénie est un phénomène multifactoriel. Parmi les nombreux facteurs 
participant à la mise en place de cette atrophie,  l’un des facteurs déterminant serait une 
absence de récupération musculaire à la suite d’épisodes cataboliques (Dardevet et coll. 
1995 ; Mosoni et coll. 1999). La succession de ces pertes de masses non récupérées tout au 
long de la vie pourrait résulter en une perte significative de masse musculaire et ainsi 
participer et/ou aggraver la sarcopénie (English & Paddon-Jones 2010). Bien que les 
périodes d’immobilisation soient courantes au cours du vieillissement (réduction générale 
de l’activité physique, alitement à la suite d’une maladie, hospitalisation etc.), l’effet de 
l’inactivité physique en tant que situation génératrice d’atrophie chez la personne âgée et 
les périodes de récupération musculaires faisant suite à ces périodes d’inactivité ont été 
assez peu étudiées. Seules deux études ont mis en évidence une absence de récupération 
chez l’animal (Chakravarthy et coll. 2000) et l’homme âgés (Suetta et coll. 2009) 
immobilisées sans en faire la cause d’apparition de la sarcopénie. 
Cette perte de masse musculaire implique forcément un déséquilibre de la balance 
cellulaire (équilibre entre les processus d’apoptose et de régénération/différenciation 
cellulaire) et de la balance protéique (équilibre entre la synthèse et la dégradation des 
protéines). La protéolyse ubiquitine-protéasome-dépendante est responsable de la 
dégradation des protéines contractiles majeures. Cette voie est activée au cours de 
l’immobilisation et normalisée rapidement au cours des périodes de récupération chez des 
animaux adultes (Taillandier et coll. 1996, Vazeille et coll. 2008). Ce système semble 
fortement dérégulé au cours du vieillissement (Dardevet et coll. 1995 ; Combaret et coll. 
2005). Or, l’arrêt des situations d’atrophie nécessite la normalisation de ce système (afin 
d’équilibrer la balance azotée) et à priori la récupération de masse musculaire nécessite une 
régulation négative de cette voie (afin de positiver la balance azotée). Ce système pourrait 
donc être en partie responsable du défaut de récupération musculaire observé à la suite 
d’épisodes cataboliques au cours du vieillissement. La balance cellulaire pourrait être 
fortement déséquilibrée au cours de ces situations. Ainsi, une augmentation importante de 






2003 ; Plant et coll. 2009) associée à une diminution importante de la capacité de 
régénération cellulaire au cours du vieillissement pourraient résulter en une perte de 
cellules importante au cours de ces situations d’atrophie. L’objectif de cette étude est de 
caractériser les processus ubiquitine-protéasome-dépendant, apoptotique et de régénération 
cellulaire au cours d’une courte période d’immobilisation et de vérifier si une absence de 
normalisation de ceux-ci au cours des phases de récupération musculaire pourrait expliquer 
le défaut de gain de masse qui a été observé. 
 
Méthodes : 
 L’expérience a été réalisée chez des rats âgés de 22-24 mois. Les animaux ont 
d’abord été immobilisés par plâtrage unilatéral d’une patte arrière pendant 8 jours, puis 
déplâtrés afin d’initier la phase de récupération musculaire pendant 10, 20 et 40 jours. 
Pendant toute l’expérience les animaux ont été nourris avec un régime contenant 13% de 
caséine. En parallèle, des animaux non plâtrés, 3! $ des animaux immobilisés ont été 
étudiés à tous les temps. Les principales activités du protéasome (activités chymotrypsin- 
et trypsin-like) ainsi que l’activité de l’apoptosome, des caspases-3 et -8 ont été mesurées. 
La quantité de protéines poly-ubiquitinées, de protéines pro-apoptotique Smac/DIABLO et 
anti-apoptotique XIAP, ainsi que du facteur de régénération musculaire myf-5 ont été 
évaluées par western-blot. Une mesure du nombre de noyaux apoptotiques a été réalisée 
après les 8 jours d’immobilisation. Enfin, des marqueurs intramusculaires du stress 
oxydant (protéines carbonylées, TBARS) et de l’inflammation (MCP-1, gluthation) ont été 
mesurés à tous les temps. 
 
Principaux résultats : 
 Au terme des 8 jours d’immobilisation, les muscles "&! immobilisés 
étaient atrophiés de 21% comparativement à des muscles non immobilsés. A 40 jours post-
déplâtrage, aucune récupération musculaire n’a été enregistrée. De plus et de façon 
surprenante, une atrophie de la patte controlatérale non plâtrée est apparue 20 jours après le 
déplâtrage de l’autre patte. Si les voies protéolytique ubiquitine-protéasome-dépendante et 
l’apoptose mitochondriale étaient bien activées par le plâtrage, la 
régénération/différenciation cellulaire était fortement inhibée, ceci pouvant expliquer la 
génération de l’atrophie musculaire. Cependant, tous ces processus sont seulement 
  
normalisés dès 10 jours de récupération, permettant ainsi d’expliquer l’absence de 
récupération de la masse musculaire post-déplâtrage. Ainsi, aucune régulation négative de 
ces voies, c’est-à-dire une inhibition en-dessous de leurs valeurs basales, n’est observée au 
cours de la récupération. Nous avons aussi pu observer que la phase de récupération était 
associée à l’apparition d’un stress oxydant qui pourrait en être en partie responsable d’une 
moindre stimulation de la synthèse protéique au cours de la phase de récupération 
musuclaire. Ceci reste cependant à démontrer par des mesures de protéosynthèse 
musculaire au cours de l’immobilisation et de la récupération musculaire. 
 
Conclusion : 
 L’immobilisation par plâtrage chez le rat âgé induit une perte de masse musculaire 
locale (dans la patte immobilisée) qui n’est pas récupérée même 40 jours après déplâtrage, 
mais aussi une perte de masse musculaire généralisée (dans la patte non immobilisée, après 
le déplâtrage). Ces phénomènes peuvent contribuer à l’apparition de la sarcopénie. 
L’atrophie musculaire induite par le plâtrage peut être expliquée par une augmentation du 
système ubiquitine-protéasome-dépendante et de l’apoptose mitochondriale ainsi qu’une 
diminution des processus de régénération/différenciation cellulaire. Cependant, l’absence 
de récupération musculaire n’est pas due à un défaut de normalisation de ces voies. Nos 
données laissent donc supposer que la synthèse protéique musculaire serait fortement 
affectée par l’immobilisation et pourrait faire défaut lors de la phase de récupération 
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Nos résultats précédents ont montré qu’une période d’immobilisation chez le rat âgé 
entraînait une perte de masse musculaire non récupérée (Magne et coll. 2011). Ces 
phénomènes de non récupération musculaire ont déjà été mis en évidence au cours du 
vieillissement (Chakravarthy et coll. 2000 ; Suetta et coll. 2009) et peuvent participer à la 
mise en place de la sarcopénie comme l’un des éléments du « catabolic crisis model » 
décrit par English & Paddon-Jones (2010), dans lequel chaque épisode catabolique suivi 
par une récupération incomplète de masse musculaire aggraverait l’atrophie musculaire 
liée à l’âge. La perte de masse musculaire induite par l’immobilisation est liée à une 
augmentation de la dégradation des protéines musculaires par le système ubiquitine-
protéasome-dépendant et une perte des cellules musculaires due à une augmentation des 
processus apoptotiques et une diminution des processus de régénération/différenciation 
musculaire. Le fait que ces voies ne soient que normalisées au cours de la période de 
récupération permettrait en partie d’expliquer l’absence de récupération musculaire 
(Magne et coll. 2011). Chez l’adulte immobilisé, la protéosynthèse musculaire est 
diminuée à l’état postabsorptif au cours de l’immobilisation (Gibson et coll. 1987) puis 
augmentée en période de récupération (Booth 1982). Ceci associé à une normalisation ou 
une diminution de la dégradation protéique au cours de la récupération permettrait à 
l’adulte de récupérer la masse musculaire perdue (Vazeille et coll. 2008). Si la 
protéosynthèse semble réduite après une immobilisation chez des sujets âgés (Kortebein et 
coll. 2007), aucune donnée n’est disponible en période de récupération musculaire. 
Certains auteurs suggèrent ainsi que la « décharge musculaire » pourrait induire une 
« résistance anabolique » du muscle à la protéosynthèse, c’est-à-dire une moindre réponse 
à l’effet anabolique des acides aminés (Glover et coll. 2008 ; Phillips et coll. 2009 ; Rennie 
et coll. 2010). Ces données et celles obtenues précédemment par notre équipe suggèrent 
donc que la synthèse protéique pourrait être altérée en période de récupération au cours du 
vieillissement, expliquant le défaut de gain protéique.  
Le repas stimule fortement la protéosynthèse musculaire (Kimball et coll. 2000). 
Cependant cet effet semble perdu au cours du vieillissement (Balage & Dardevet 2010) 
sans doute à cause de la présence d’une inflammation chronique de faible intensité et/ou 
d’un stress oxydant (Marzani et coll. 2008 ; Rieu et coll. 2009) susceptibles de perturber 






présence d’une inflammation et d’un stress oxydant intramusculaires (Kondo et coll. 1991 ; 
Biolo et coll. 2008 ; Magne et coll. 2011). La période postprandiale jouant un rôle essentiel 
dans l’accrétion protéique, cette phase pourrait donc être altérée au cours du vieillissement 
et de l’immobilisation, expliquant le défaut de récupération musculaire.  
La leucine est un acide aminé bien connu pour son effet inhibiteur de la dégradation 
protéique et stimulateur de la synthèse protéique (Buse & Reid 1975 ; Frexes-Steed et coll. 
1992 ; Crozier et coll. 2005) en particulier au cours du vieillissement (Dardevet et coll. 
2002 ; Katsanos et coll. 2006 ; Combaret et coll. 2005 ; Rieu et coll. 2003-2006-2007). Son 
action passerait par la stimulation de la voie mTOR (!"3 &!), de 
l’activité de la p70S6 kinase ainsi qu’une augmentation de la phosphorylation des protéines 
4E-BP1 et S6K1 (Dardevet et coll. 2000 ; Anthony et coll. 2000a ; Bolster et coll. 2004). 
Or en cas d’inflammation, le muscle devient résistant à l’effet des acides aminés (dont la 
leucine) (Lang et coll. 2002 ; Marzani et coll. 2008 ; Balage et coll. 2009). Le signal 
leucine pourrait donc être réduit au cours du vieillissement et de l’immobilisation, et cette 
altération pourrait persister au cours de la période de récupération musculaire, perturbant 
les processus de régénération. Ce travail postule qu’augmenter les apports en leucine 
permettrait de positiver la balance azotée et ainsi, ! !, d’induire la récupération de 
masse musculaire. Cette étude a donc pour objectifs 1/ de mesurer la synthèse protéique 
après une période d’immobilisation et au cours de la récupération afin de déceler des 
altérations de cette voie en réponse au repas et 2/ de tester l’impact d’un régime 
supplémenté en leucine sur la récupération musculaire. 
 
Méthodes : 
 L’expérience a été réalisée chez des rats âgés de 22-24 mois. Les animaux ont 
d’abord été immobilisés par plâtrage unilatéral d’une patte arrière pendant 8 jours, puis 
déplâtrés et laissés en récupération musculaire pendant 10, 20, 30 et 40 jours. Pendant 
toute la période d’immobilisation, les animaux ont été nourris avec un régime contenant 
13% de caséine. En période de récupération les animaux ont reçu soit un régime témoin 
(Caséine + Alanine) (groupe TEMOIN) soit un régime supplémenté avec 4,45% de leucine 
libre (Caséine + Leucine) (groupe LEUCINE). En parallèle, des animaux non plâtrés, 3!
$ des animaux immobilisés ont été étudiés à tous les temps et nourris avec un régime à 
13% caséine. La synthèse protéique ainsi que les principales activités du protéasome 






postprandial. La quantité de protéines polyubiquitinées, l’abondance du facteur de 
transcription et de sa forme phosphorylée, ainsi que l’abondance de la protéine S6 et de sa 
forme phosphorylée ont été évaluées par western-blot. 
Afin d’améliorer notre stratégie nutritionnelle nous avons réalisé une étude pilote au 
cours de laquelle des animaux âgés ont été immobilisés comme précédemment décrit, et 
nourris au cours de la période de récupération soit par un régime contenant 13% de 
lactosérum (groupe LACTO) soit un régime hyperprotéiné (13% caséine + 13% 
lactosérum) (groupe HYPER). Ces animaux ont été étudiés à 8 jours d’immobilisation puis 
20 et 40 jours de récupération. 
 
Principaux résultats : 
L’atrophie musculaire induite par 8 jours d’immobilisation (-20% de masse dans les 
muscles immobilisés) était associée à une diminution de la synthèse protéique à l’état 
postprandial (-28% dans les muscles immobilisés) et une augmentation de la protéolyse 
ubiquitine-protéasome-dépendante (+27, +42 et +70% pour les activités chymotrypsin- et 
trypsin-like et la quantité de protéines polyubiquitinées respectivement). Au cours de la 
période de récupération, la synthèse protéique était plus élevée dans le groupe LEU que 
dans le groupe TEMOIN (+15% à R30) et ceci était associé à une augmentation de la 
quantité de protéine S6 phosphorylée (+30% à R30). Les activités chymotrypsin- et 
trypsin-like restaient élevées à R10 dans le groupe TEMOIN, mais diminuées et ainsi 
normalisées dans le groupe LEU (~ -18% et ~ -30% respectivement). Cependant la leucine 
n’a pas permis d’induire un gain de masse musculaire. La patte immobilisée restait 
atrophiée 20 jours après le déplâtrage sans que nos mesures puissent expliquer ce 
phénomène et malgré un effet leucine sur la synthèse protéique dans cette patte. 
Contrairement à la supplémentation en leucine, dans les groupes LACTO et HYPER, 
une récupération musculaire était induite dès R20 (+300mg et +200mg respectivement sur 
700mg perdus au cours de l’immobilisation). Alors que la leucine n’a pas permis de 
ralentir l’atrophie de la patte controlatérale, celle-ci ne  ne s’atrophiait plus lorsque les rats 







L’immobilisation par plâtrage chez le rat âgé induit une perte de masse musculaire qui 
n’est pas récupérée même 40 jours après le déplâtrage. L’atrophie musculaire induite par le 
plâtrage peut être expliquée par une augmentation du système ubiquitine-protéasome-
dépendant et une diminution de la synthèse protéique à l’état postprandial. Le plâtrage 
serait donc responsable de l’apparition d’une « résistance anabolique », c’est-à-dire une 
diminution de l’effet stimulateur des acides aminés sur la synthèse protéique musculaire. 
Une supplémentation en leucine, malgré son effet positif sur le métabolisme protéique, ne 
permet pas d’induire un gain de masse musculaire. Nous postulons que ceci serait dû à une 
désynchronisation entre l’effet signal de la leucine libre et l’arrivée des autres acides 
aminés substrats de la synthèse protéique. Cette hypothèse semble vérifiée par l’utilisation 
de régimes supplémentés en lactosérum (protéine à digestion rapide induisant une 
augmentation rapide et massive des acides aminés plasmatiques et protéine riche en 
leucine) et des régimes hyperprotéinés (combinant l’effet des caséines et des protéines du 
lactosérum). 
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INTRODUCTION 
 Sarcopenia is the progressive loss of muscle mass and strength associated with 
normal ageing (Rosenberg 1989). This phenomenon is a highly predictive factor of frailty, 
of limited mobility, of increased susceptibility to injury and of impaired recovery (Harris 
1997). Many mechanisms have been proposed to explain sarcopenia. One of them could be 
periods of immobilization or acute inactivity, which increase with age and may contribute 
by themselves to muscle atrophy. Thus, the unloading-induced atrophy due to limb 
immobilization, chronic bed-rest or lack of physical inactivity impairs muscle mass and 
functions in elderlies (Durhan et al. 2004). These periods of uncompleted recoveries 
repeated overtime may result in a significant muscle mass loss and then worsen sarcopenia 
and is known as the “acute catabolic crises” model (English & Paddon-Jones, 2010). 
However, the effect of disuse by itself on skeletal muscle in elderly individuals has not 
been extensively investigated and the subsequent recovery ability has been even less 
studied despite the fact that we and others have shown an impaired recovery in old animals 
and elderly humans after immobilization-induced muscle atrophy (Chakravarthy et al. 
2000, Suetta et al. 2009, Magne et al. 2011). 
 At a cellular level, muscle atrophy following immobilization results from an 
imbalance of protein turnover as the maintenance of skeletal muscle mass depends on the 
overall balance between rates of protein synthesis and protein breakdown. Protein 
synthesis has been reported to be reduced at the post-absorpive state in adults (Gibson et al. 
1987) and muscle protein breakdown increased (Loughna et al. 1986, Taillandier et al. 
1993-1996, Lawler 2003, Krawiec et al. 2005, Vazeille et al. 2008) leading to the muscle 
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protein loss. Muscle mass recovery after unloading is also dependent on the generation of a 
sustained positive nitrogen balance which results not only from normalization of changes 
in protein metabolism but also from increased protein synthesis, decreased proteolysis, or 
simultaneous changes in both processes. Thus, during recovery in adults, muscle protein 
synthesis was increased (Booth 1982) et muscle protein breakdown was down-regulated, 
normalized or increased according to the model of immobilization used (Tilignac et al. 
2002, Taillandier et al. 2003, Minnaard et al. 2005, Vazeille et al. 2008) which allowed a 
muscle mass recovery over time after reloading. We have shown that during aging 
unloading-induced-atrophy was also due to an increased ubiquitin-proteasome-dependent 
proteolysis and apoptosis in skeletal muscle, but the lack of muscle mass recovery we 
recorded was not due to a sustained activation of these pathways after reloading as they 
were rapidly normalized during the recovery period. Moreover, some authors suggested 
that muscle unloading could lead to an “anabolic resistance” or a blunted protein response 
to nutrients (Glover et al. 2008, Phillips et al. 2009; Rennie et al. 2010). If muscle protein 
synthesis seems to be reduced after an immobilization period in elderly people (Kortebein 
et al. 2007) no data on muscle protein synthesis during recovery are available. Following 
immobilization, we have hypothesized an alteration in the response of muscle protein 
synthesis to explain the absence of a positive nitrogen balance and subsequently the lack of 
recovery of muscle mass we observed during aging. Our previous work strongly suggested 
that protein synthesis could be impaired during the recovery period (Magne et al. 2011). 
 It is now well established that feeding is a robust stimulator of muscle protein 
synthesis (Kimball et al. 2000). However, it is also well known that the stimulating effect 
of food intake on muscle anabolism is already less efficient in both old animals and elderly 
humans and this without any pathologies or physical inactivity (reviewed in Balage & 
Dardevet 2010). These alterations of muscle protein synthesis response have been partially 
explained by the presence of a low grade inflammation and/or oxidative stress 
development with age (Marzani et al. 2008, Rieu et al. 2009). Interestingly, we and others 
have previously shown that immobilization generated a further increase in the 
intramuscular inflammatory and oxidative stress markers (Kondo et al. 1991, Biolo et al. 
2008, Magne et al. 2011) which could further alter protein synthesis response to food 
intake and then contribute to the total lack of muscle mass recovery during elderly after 
reloading. Then, during the recovery period, the postprandial phase should play a critical 
role since it is during this period that the major anabolic factors regarding protein 
metabolism are elevated following food intake. Amino acids and particularly leucine play 
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an important role in the stimulation of post-prandial muscle protein synthesis (Anthony et 
al. 1999-2002, Koopman et al. 2005). Leucine is known as a “nutrient signal” as it reduces 
muscle protein breakdown and further stimulates muscle protein synthesis (Buse & Reid 
1975, Frexes-Steed et al. 1992, Crozier et al. 2005) and particularly during aging (Dardevet 
et al. 2002, Katsanos et al. 2006, Combaret et al. 2005, Rieu et al. 2003-2006-2007). The 
“leucine signal” stimulates the mammalian target of rapamycin (mTOR) pathway, 70-kDa 
ribosomal protein S6 kinase (p70S6 kinase) activity, and enhances eiF4E-binding protein 
(4EBP1) phosphorylation and the association of eukaryotic initiative factor 4E (iIF4E) 
with eukaryotic initiative factor 4G (eiF4G) both !*! and !*!* (Dardevet et al. 2000, 
Anthony et al. 2000, Bolster et al. 2004). These signaling pathways are known to become 
resistant to amino acid (i.e leucine) stimulation in case of chronic inflammation or 
oxidative stress (Lang et al. 2002, Marzani et al. 2008, Balage et al. 2009), phenomenons 
that occurred during immobilization in aged muscle (Magne et al. 2011). We hypothesized 
that following immobilization, a sustained resistance of muscle protein synthesis to leucine 
persisted and that increasing leucine intake could have an effect on muscle mass recovery 
by positiving the nitrogen balance after reloading. To our knowledge, no study tested yet 
such supplementation in aged muscle recovering from immobilization. Aims of this study 
were to 1/ determine if muscle protein synthesis is altered during atrophy following 
immobilization and resistant to protein intake stimulation during the subsequent recovery, 
and 2/ test the effect of a leucine supplementation on muscle mass recovery by measuring 
muscle protein synthesis, proteolysis and signaling proteins associated with these pathways 
at both the postabsorptive and postprandial states. 
 
MATERIALS AND METHODS 
!)	!

 All procedures were performed in accordance with institutional guidelines on 
animal experimentation in France and comply with the policies and regulations of 
 !"  given by Drummond (2009). Male Wistar rats aged 22-24 months 
were housed individually under controlled environmental conditions (room temperature 
22°C; 12 h light-dark cycle, light period starting at 08:00 h), fed $!.! a standard 13% 
casein diet (Table 1) and given free access to water.  
 After a 3-week adaptation period, 143 rats were anesthetized with isoflurane 
inhalation and subjected to unilateral hindlimb cast immobilization with an Orfit-soft 
plaque (Gibaud, France) for 8 days (I8). The foot was positioned in plantar extension to 
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induce maximal atrophy of the "&! muscle (Goldspink, 1977, Booth, 1982, 
Krawiec et al. 2005, Vazeille et al. 2008, Magne et al. 2011). For muscle recovery studies, 
casts were removed and animals were allowed to recover for 10 (R10), 20 (R20), 30 (R30) 
or 40 (R40) days. All rats were fed the standard 13% casein diet during immobilization. 
Then half of the animals were fed a control diet (CAS + ALA) and constituted the 
CONTROL group; the other half a 4.45% leucine-supplemented diet (CAS + LEU) and 
were the LEU group (Table 1). The CAS + LEU diet was supplemented with leucine to 
increase plasma leucine concentration. To prevent the fall of plasma valine and isoleucine 
concentrations induced by leucine supplementation, the CAS + LEU diet was also 
supplemented with appropriate amounts of these amino acids. Alanine, an amino acid that 
has no effect on muscle protein metabolism, was included in the control CAS + ALA diet 
to render the diets isonitrogenous. 
 Casted rats reduced their food intake during the immobilization period. Therefore, 
39 control non-casted rats were pair-fed (PF) to the casted group (18 at I8 and 21 at R20). 
17 rats were studied as a reference point before the immobilization period (I0). 
 Before immobilization (I0) and at the end of the immobilization (I8) or recovery 
periods (R10, R20, R30, R40), animals were euthanized under pentobarbital sodium 
anaesthesia (50 mg/kg ip). On the morning of each time point for casted rats, half of the 
rats in each diet group were not fed, so that they were in a postabsorptive state. These rats 
were designed “PA” (PA CONTROL and PA LEU). The others ate as usual for 1h and 
then were at the postprandial state; they were named “group PP” (PP CONTROL and PP 
LEU). Non-casted pair-fed rats were also studied at the PA and the PP states using the 
same procedure (PA standard diet and PP standard diet). 
 
*	  	(
 Protein synthesis rates were measured using the flooding-dose method. Each rat 
was injected intravenously with [1-13C] valine (99%) (150 µM/100 g body), 40 min before 
killing (i.e., 110-140 min after the beginning of the experimental diets), to flood the 
precursor pool with [1-13C] valine. Rats were then euthanized under pentobarbital sodium 
anaesthesia (50 mg/kg ip). Blood was withdraw for the aorta, and hindlimb "&! 
muscles were carefully dissected, weighed and frozen in liquid nitrogen. 
 Free and bound valine enrichments were determined as follows. Muscles were 
powdered in liquid nitrogen in a ball mill (Dangoumeau, Prolabo, Paris, France). A 200 
mg-aliquot of frozen muscle powder was homogenized in 2mL of 10% trichloroacetic acid 
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 (TCA). Homogenates were centrifuged (8000 rpm, 15 min, 4°C) and supernatants, 
containing free amino acids, were desalted by cation-exchange chromotography (AG 50 x 
8, 100–200 mesh, H+ form, Bio-Rad, Richmond, CA) in minidisposal columns. Valine and 
other amino acids were eluted with 4 mol/L NH4OH. After evaporation of NH4OH under 
vacuum, free amino acids were resuspended in 0.01 mol/L HCl for enrichment 
measurements. TCA-insoluble materials were washed in 4 volumes of cold 10% TCA and 
3 times in 4 volumes of 0.2 mol/L perchloric acid (PCA). Resultant pellets were 
resuspended in 0.3 mol/L NaOH and incubated at 37°C for 1 h. Protein concentration was 
determined using the bicinchoninic procedure. Proteins were precipitated with 20% PCA 
overnight at 4°C, samples centrifuged (10,000 x ", 5 min, 4°C). The protein pellet was 
hydrolyzed in 6 mol/L HCl at 110°C for 24 h. HCl was removed by evaporation and amino 
acids purified by cation-exchange chromotography as described above. Measurement of 
free valine enrichment was done as its -butyldimethylsilyl derivative by gas 
chromatography electron impact mass spectrometry, using a gas chromatograph coupled to 
an organic mass spectrometer quadrupole. Enrichment of [1-13C] valine into muscle 
proteins was measured as its -acetyl-propyl derivatives by gas chromatography–
combustion-isotope ratio mass spectrometry. 
 
!!
 The absolute synthesis rate (ASR) was calculated from the product of the protein 
fractional synthesis rate (FSR) and the protein content of the tissue and expressed in mg/d. 
FSR (in %/d) is calculated from the formula : FSR = S. x 100/S x , were S. is the 
enrichment at time t (minus natural basal enrichment of protein) of the protein-bound 
valine,  is the incorporation time in d, and S is the mean enrichment of free tissues valine 
between time 0 and . The mean S enrichment was the S (t1/2) value calculated from the 
linear regression obtained in tissue between time 0 and time . 
 
*		 
 In this pathway, two distinct steps are depicted: 1/the ubiquitination of proteins and 
2/their degradation by the 26S proteasome. We have firstly investigated  the 
chrymotrypsin- and the trypsin-like activity of the proteasome.  
 One hundred and fifty mg of "&! muscle powder from pair-fed, non-
immobilized and immobilized muscles at each time point were homogenized in 10 
volumes of an ice-cold buffer containing 50 mM Tris-Cl (pH 7.5), 5mM MgCl2, 250 mM 
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sucrose,  1 mM Dithiothreitol (DTT), 10 nM adenosine triphosphate (ATP) and protease 
inhibitors (10 µg/ml  antipain, 10 µg/ml leupeptin, 10 µg/ml aprotinin, 10 µg/ml pepstatin 
A, 20 µM phenylmethanesulphonyl fluoride [PMSF]).  
 Briefly, extracts were centrifuged at 8320 rpm for 20 min at 4°C. Supernatants were 
then centrifuged at 47,000 rpm for 30min at 4°C and resulting supernatants were finally 
centrifuged at 47,000 rpm for 2.5 h at 4°C. The resulting protein pellets were resuspented 
in 150 µL of a buffer containing 20% glycerol, 5mM MgCl2 and 50 mM Tris-Cl (pH 7.5) 
(Buffer A). Protein concentration was determined on these resuspented pellets according to 
Lowry et . (1951). The peptidase activities of the proteasome (chymotrypsin-like and 
trypsin-like activities) were determined by measuring the hydrolysis of the fluorogenic 
substrates succinyl-Leu-Leu-Val-Tyr-7-amido-4-methylcoumarin (LLVY-AMC) (Sigma, 
USA) and the Boc-Leu-Arg-Arg-7-amido-4-methylcoumarin (LRR-AMC) (Enzo Life 
Sciences) respectively. To measure the proteasome chymotrypsin-like and trypsin-like 
activities, 15 µg of proteins from the resuspended pellets diluted in 15 µL of Buffer A were 
added to 60 µl of medium containing 50 mM Tris-Cl (pH 7.5), 11.25 mM MgCL2, 1.25 mM 
DTT, 0.01 U apyrase and 300 µM LLVY-AMC or 800 µM LRR-AMC. Pilot experiments 
were performed with or without inhibitors of the chymotrypsin-like activity (MG132, 
Affiniti) to ensure that the activities were totally inhibited. The trypsin-like activity was 
measured with and without the specific inhibitor lactacystin (lactacystin, 100 µM, Sigma). 
Both activities were determined by measuring the accumulation of the fluorogenic 
cleavage product (AMC) using a luminescence spectrometer FLX800 (Biotek, USA) 
during 45 min at 380-nm excitation wavelength and 440-nm emission wavelength. The 
time course for the accumulation of AMC after hydrolysis of the substrate was analyzed by 
linear regression to calculate activities, i.e., the slopes of best fit of accumulation AMC * 
time. 
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 Powder (300 mg) of "&! muscles was homogenized in 10 volumes of a 
buffer containing 1 mM  dithiothreitol (DTT), 0.1 mM  phenylmethanesulphonyl fluoride 
(PMSF), 1 mM benzamidine and 0.5 mM Na vanadate. Extracts were then centrifugd at 
9,500 rpm for 12 min at 4°C. Aliquots of supernatants were diluted in sample buffer, 
boiled for 5 min, and stored at −20°C until protein immunoblot analyses. Equal amounts of 
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proteins were separated by SDS–PAGE and transferred to PVDF membranes (GE 
Healthcare, Orsay, France).   
 
Muscle proteasome proteolysis pathway  
 To explore the first step of the ubiquitine-proteasome-dependant proteolysis 
(tagging of proteins by ubiquitine before their recognition by the proteasome) the anti-
ubiquitinylated proteins antibody, which recognizes poly-ubiquitin chains (Millipore, 
USA), was used at 1:2,000 dilution. Twenty-five micrograms of proteins was separated on 
7% acrylamide gels. FoxO3a is a transcription factor involved in atrogenes transcription. 
When phosphorylated, its nuclear translocation is impossible. Thus, the ratio between 
FOXO3a and its phosphorylated form traduces an inhibition of atrogenes transcription.The 
abundance of transcription factor FoxO3a and its phosphorylated form phospho-FoxO3a 
(Ser253) were determined using appropriate antibodies (Cell Signalling Technology, Inc., 
Danvers, MA, USA) at 1:1,000 and 1:1,000 dilution respectively. Fifty micrograms of 
proteins was separated on 7.5% acrylamide gels. 
 
Muscle protein synthesis pathway  
 Immunoblotting was performed using appropriate antibodies: S6 and phospho-S6 
(Ser235/236) (Cell Signalling Technology, Inc., Danvers, MA, USA) at 1:6,000 and 
1:6,000 dilution respectively. To determine the amount of S6 25µg of proteins were 
separated on 15% acrylamide gels, and 30 µg of proteins were separated on 12% 
acrylamide gels to quantify amount of phospho-S6. 
 
 Signals were detected using the ECL+ detection kit (GE Healthcare, France) after 
exposition onto radiographic film (Hyperfilm ECL, GE Healthcare, France) and quantified 
by densitometry using the Image J software. Signals were normalized against the signal 




 To improve our nutritional strategy after the free leucine supplementation, a pilot 
experiment was then realized. 41 animals were subjected to cast immobilization for 8 days 
and then allowed to recover during 20 (R20) and 40 (R40) days. Eight animals were 
euthanized at I8 and the others were divided in two groups: the first one (n=16) received a 
whey protein diet and the second one (n=17) received a high protein diet. Seven animals 
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were used as controle before casting (I0). All animals were studied at the post-prandial 
state. 
 Whey protein diet was composed (in g/ kg diet): 144 whey (PROLACTA®, 
LACTALIS ingredients), 5.7 proline, 30 colza oil, 3 sunflower oil, 27 peanut oil, 35 
cellulose, 35 AIN93 mineral mix, 10 AIN93 vitamin mix, 2.5 cholin, 100 saccharose,  126 
lactose and 482 wheat flour. High protein diet was composed (in g/ kg diet): 156 casein 
(LACTALIS ingredients), 144 whey (source=PROLACTA®, LACTALIS ingredients), 30 
colza oil, 3 sunflower oil, 27 peanut oil, 35 cellulose, 35 AIN93 mineral mix, 10 AIN93 
vitamin mix, 2.5 cholin, 100 saccharose,  124 lactose and 334 wheat flour. 
 
0!!(
 All data are expressed as means ± SEM for n=17 (I0), n=18 (I8 PF), n=16 (I8), 
n=32 (R10), n=21 (R20PF), n=32 (R20), n=35 (R30) and n=28 (R40). Food intake and 
body weight comparisons were assessed using repeated measures analysis of variance test 
(StatView statistical software package, version 5, SAS Institute, Cary, NC, USA). Other 
measurements were analyzed using a two-way ANOVA. When significant differences 
were detected by ANOVA, 3 & comparisons between groups were made using the 




 Food intake was 16.89 ± 0.42 g/d (I0) and decreased by 65% the first day of cast-
immobilization (Fig 1.A). Then, animals increased their food intake up to I8 (11.20 ± 0.32 
and 11.19 ± 0.27 g/d in CONTROL and LEU group respectively). The nutritional 
intervention started the first day of the recovery period (R1). Food intake was similar in the 
two groups during the whole recovery period (Fig. 1A). 
 Casted rats exhibited a slight decrease of body weight during immobilization (-
8.6% at I8). Decrease of body weight continued during the recovery period whether the 
CONTROL diet or the LEU diet (-18.8 and -18.9% in CONTROL and LEU group 





 Immobilized "&! muscles atrophied by 20% at I8 (2,553 ± 0,042g at I0 
and 2,013 ± 0,059g at I8, P<0.05) (Fig. 2). The leucine supplementation, started after 
reloading and did not have any effect on muscle mass as muscle mass recovery was absent 
and muscle mass were similar at R40 between the two groups (2,012 ± 0,053g and  1,963 ± 
0,059g in the CONTROL group and the LEU group respectively).  
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 Figure 3A shows an increased of the amount of polyUb conjugates at I8 (+70%, 
P<0.05 vs. I0). No effect of the diet was observed during the recovery period. Both 
chrymotrypsin- (Fig. 3B) and trypsin-like activity (Fig. 3C) were increased at I8 (+42 and 
+27% respectively, P<0.05 vs. I0). Both activities were still elevated at R10 within the 
CONTROL group and largely decreased within LEU group (~ -18% and ~ -30% for 
chrymotrypsin- and trypsin-like activity respectively, P<0.05, CONTROL group vs. LEU 
group). Activities were then normalized between the two groups. P-FOXO3a/FOXO3a 
ratio was not different between the two diets until R20. At R30, the ratio was largely 
increased in the LEU group (+80%, P<0.05 vs. CONTROL group) (Fig. 3D). 
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 Immobilization does not induce any modifications on the ASR at the PA state but 
largely decreased protein synthesis at the PP state (-28% at I8, P<0.05 vs. I0) (Fig 4A-B). 
The leucine supplementation started after cast removal and rapidly induced a higher ASR 
than within the CONTROL diet (+15% at R10 and +19% at R20, vs. CONTROL group) 
(Fig 4B). No effect of leucine was recorded on protein synthesis at the PA state (Fig. 4A). 
 The amount of protein S6 phosphorylated is normally increased with the PA/PP 
transition traducing an activation of the protein synthesis pathway. In the CONTROL 
group this increase was only present at R10 and R20 (+30% and +24 respectively, P<0.05 
PA vs. PP) (Fig 4C). In the LEU group this increase was present during the whole 
recovery period, from R10 to R40 with a peak at R30 (+30%, P<0.05 PA vs. PP) (Fig 4D).  
 At I0, before immobilization, ASR increased by 15.5% after food intake (P<0.05 
PA vs. PP). However at I8, the stimulatory effect of food intake deseaperd as ASR was no 
different between the PA and the PP states (13.10± 1.14 and 12.13±0.72mg/d at the PA 




 The controlateral non immobilized leg of casted rats showed no modification in 
ubiquitine-proteasome-dependant proteolysis pathway (data non shown). The leucine 
supplementation had no effect on ASR at the PA state (Fig 5A) but induced a greater ASR 
at the PP state (Fig 5B) (+19 and +24% at R20 and R30 respectively, P<0.05 LEU *E 
CONTROL group). Conversely, the increased amount of P-S6 protein, only present at R10 
at the PA state in the CONTROL group (Fig 5C) was improved during the whole recovery 




 Food intake of the pair-fed group perfectly matched the one of the casted group 
during immobilization (11.29 ± 0.06 g/d at I8) and recovery (17.86 ± 1.09 g/d at R20). The 
body weight of pair-fed animals was not different from the others during the whole 
experiment. As a result, "&! muscle mass from these rats were stable at each 
point measured (2,498 ± 0,038g at R20 *E 2,553 ± 0,042g at I8). Except the amount of 
polyUb conjugates which slightly increased at I8 compared to I0 (+30%, P<0.05 using a 
Student’s -test I8 *E I0), before returning to I0 value, all the others parameters did not 




 Figure 6 shows the muscle mass gain compared to the muscle mass at I8. Seven 
hundreds mg of muscle were loss during the immobilization period. No muscle mass gain 
was obtained after 40 days in the CONTROL or the LEU groups. However, within the 
WHEY and HIGH PROTEIN groups, a progressive muscle mass recovery appeared as 
soon as 20 days after cast removal, to achieve ~400mg at R40. At R20, the muscle mass 
gain was ~300 mg within the WHEY group and only ~200 within the HIGH PROTEIN 
group (P<0.05 *E I8). 
 
DISCUSSION 
 In this study, we have demonstrated that during ageing, muscle protein synthesis in 
was depressed at the postprandial state by disuse period and only normalized during 
reloading. As proteolysis was also only normalized during the recovery period, the 
resultant nitrogen balance was then not enough positive as required for the muscle protein 
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gain, hence contributing to the age-related incomplete muscle mass recoveries. By contrast 
to high protein or whey protein diets, we also demonstrated that a dietary free leucine 
supplementation had no effect on muscle mass gain despite its positive stimulating effect 
on muscle protein metabolism during the recovery period. 
 Sarcopenia is the progressive loss of muscle mass and strength related to normal 
aging (Rosenberg, 1989, Cruz-Jentoft et al. 2010). One of the mechanisms leading to this 
muscle mass loss could be the impaired muscle mass recovery following acute catabolic 
states observed in aged animals (Mosoni et al. 1995; Dardevet et al. 1995, Chakravarthy et 
al. 2000; Magne et al. 2011) or elderly humans (Suetta et al. 2009). This was recently 
named “the catabolic crisis model” by English & Paddon-Jones (English & Paddon-Jones, 
2010). At a cellular level, we have previously shown that an 8 day-immobilization period 
by casting induced an increase of muscle proteolysis i.e activation of the ubiquitin-
proteasome-dependent pathway (Magne et al. 2011). We have completed these 
observations by showing in the present study, a large depression of the protein synthesis at 
the postprandial state which explained a large imbalance of the protein metabolism leading 
to the protein loss and ultimately muscle mass loss. During the reloading, as the nitrogen 
balance was only equilibrated by a normalization of the protein breakdown and only a 
slight increase of the protein synthesis, there was no effective positive nitrogen balance 
that is  normally required to recover muscle mass. Immobilized muscles exhibited a 
decrease in responsiveness of muscle protein synthesis to anabolic stimuli (i.e. amino acids 
or insulin). These observations are in agreement with others studies which have suggested 
that immobilization could induce an “anabolic resistance” of muscle protein synthesis to 
amino acids in adult (Glover et al. 2008; Phillips et al. 2009; Rennie et al. 2010). If this 
impaired response of the protein synthesis has already been observed following 
immobilization in adult (Ferrando et al. 1996; Paddon-Jones et al. 2006; de Boer et al. 
2007; Glover et al. 2008) it is the first study to demonstrate this “anabolic resistance” 
during reloading and ageing. This alteration of the protein synthesis pathway could be a 
resultant of the presence of an inflammation during immobilization (Zarzhevsky et al. 
2001; Magne et al. 2011). Indeed, several studies of our laboratory and others have shown 
an association between the pro-inflammatory markers related to ageing and a decrease of 
protein synthesis in humans (Toth et al. 2005) and an impaired postprandial stimulation of 
muscle protein synthesis in old rats (Lang et al. 2002; Balage et al. 2009). Moreover, 
oxidative stress present during immobilization (Magne et al.  2011) could induce damages 
at the cellular and tissue levels and impair the protein anabolic response (Marzani et al. 
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2008). We an others previously shown that using anti-inflammatory and antioxidant 
compounds could have a positive effect on muscle mass recovery during ageing (Marzani  
et al. 2008; Rieu et al. 2009) or immobilization in adult animals (Kondo et al. 1993; 
Vazeille et al. 2011) by suppressing the proteolytic pathways or the induction of some 
signalling pathways (i.e., nuclear factor κB). However, anti-inflammatory compounds 
should be used carefully as the presence of a low-grade inflammation is needed to induce 
efficient muscle regeneration (Miller et al. 2000; Tidball & Wehling-Henricks 2007). Thus, 
You et al. have shown that omega-3 fatty acids supplementation (which are known to have 
anti-inflammatory properties) during immobilization and subsequent recovery worsens the 
atrophy in adult animals (You et al. 2010). In this study, the authors showed that omega-3 
fatty acids supplementation inhibited muscle recovery by suppressing the activation of 
Akt–p70s6k signalling. 
 The stimulation of muscle protein synthesis is particularly important during the 
postprandial phase since it is during this period that protein gain is possible. To generate 
the positive nitrogen balance required for protein accretion during recovery, a 
normalization of changes in protein metabolism is required but also an increased protein 
synthesis, decreased proteolysis, or simultaneous changes in both processes. If exercise is 
the best way to induce theses modifications to initiate muscle mass gain, it is not always 
possible particularly after prolonged immobilization periods in elderly people. Thus, as 
feeding is a robust stimulator of muscle protein synthesis (Kimball et al. 2000) we focused 
our work on nutritional supports. Amino acids and particularly leucine have been shown to 
be efficient in the stimulation of postprandial muscle protein synthesis (Anthony et al. 
1999-2002, Koopman et al. 2005). Some studies have used a mix of branched amino acids 
during immobilization period (Stein et al. 1999; Paddon-Jones et al. 2004; Trappe et al. 
2007) but few studies have evaluated the isolated effect of leucine supplementation on 
muscle mass recovery after disuse situations. In 2010, Baptista et al. supplemented diets 
with free leucine and shown that these diets given during immobilization could attenuate 
the muscle mass atrophy (Baptista et al., 2010). Up to now, no study has explored its 
potential effect during the reloading in adult or aged animals or humans. This study was 
conducted to test the effect of a free leucine supplementation which is also known to 
stimulate protein synthesis by activating specific kinases implicated in pathways involved 
in the regulation of translation initiation, particularly during aging (Dardevet et al. 2002; 
Katsanos et al. 2006, Combaret et al. 2005; Rieu et al. 2003, 2006, 2007). Its action on 
protein metabolism by stimulating the m-TOR pathway has been well demonstrated 
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(Dardevet et al. 2000; Anthony et al. 2000; Bolster et al. 2004) and leucine effect could be 
maintained when administrated chronically (Lynch et al. 2002; Rieu et al. 2003). For the 
first time, in our study, a free leucine supplemented diet given during rehabilitation had a 
positive effect on the muscle protein synthesis and the protein breakdown i.e. the protein 
synthesis was higher at the postprandial state with leucine and proteolysis was normalized 
earlier. However, surprisingly, it failed in the muscle mass recovery.  
 Our measures of muscle protein synthesis confirmed that our free leucine 
supplementation was still efficient 150 to 180 min after food intake. As muscle mass gain 
was absent, we hypothesized that the stimulation of protein synthesis was nevertheless not 
sustained enough to translate into a significant muscle protein accretion. It may be 
postulated that free leucine, as it is absorbed fast, induced a stimulating “leucine signal” on 
protein synthesis before the other amino acid availability. Indeed, the duration or the 
intensity of the “leucine signal” could have been insufficient. This desynchronization 
between the “leucine signal” and the availability of substrates for protein synthesis could 
explain the insufficient positive nitrogen balance and the lack of protein accretion. To 
verify this hypothesis we improved our nutritional strategy by resynchronizing both the 
“leucine signal” and the amino acids availability. The strategy was 1/ to change the quality 
of proteins to use rich-leucine and fast digested proteins to induce both the “leucine signal” 
and a large increase of amino acids concentration at the same time and 2/ to increase the 
quantity of proteins to provide amino acids for a longer time during the postprandial state . 
We used whey proteins (i.e. rich-leucine and fast digested proteins) and high protein diet 
(i.e. casein and whey proteins) respectively. Indeed, whey proteins are known to be 
digested faster than caseins i.e. they have a rapid absorption kinetic, but also a high leucine 
content (Boirie et al. 1997, Dangin et al. 2001-2003) and whey proteins have already 
demonstrated their positive effect in re-stimulating muscle protein accretion in defective 
protein synthesis stimulation during aging (Pennings et al. 2011). Concerning high protein 
diet, composed by a half of caseins and the other half by whey proteins, they combine the 
property of whey (i.e. rich-leucine and fast digested proteins) and mass effect (high 
quantity of amino acids on the long time, Boirie et al. 1997). The two diets had a positive 
impact on muscle mass gain, inducing a gain of ~60% of the total muscle mass loss. 
However, the potential longer stimulation of protein synthesis during the postprandial state 
remained to be verified. 
 The current study was the first to demonstrate an “anabolic resistance” of protein 
synthesis to amino acids during rehabilitation following immobilization-induced atrophy 
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during aging. Meal supplemented with free leucine produced no effect on muscle mass 
gain despite it induced a greater post-prandial protein synthesis response. We conclude that 
during aging and immobilization there was a desynchronization between the “leucine 
signal” and the availability of substrates for protein synthesis. Moreover, we demonstrated 
here for the first time that muscle protein accretion after immobilization-induced atrophy 
could be nevertheless obtained with whey protein or high protein diets. These data are 
important to develop nutritional strategies to induce muscle mass recovery following 
atrophy in elderlies. 
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Table 1: Composition of standard and experimental diets 
Quantities are explained in g/kg dry matter. 
1 Alanine was included in the control CAS+ALA diet to render the diets isonitrogenous. 
This amino acid has no effect on muscle protein metabolism.  
2 Valine and isoleucine were included in the CAS+LEU diet to prevent the fall of their 
plasma concentrations induced by leucine supplementation.  
CAS: casein; CAS+ALA: casein + alanine; CAS+LEU: casein + leucine. 
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Table 1: Composition of standard and experimental diets
CAS + ALA CAS + LEU
Casein 166 166 166
L-cystine 1.8 1,8 1,8
Alanine 1 - 59 -
Leucine 2 - - 44.5
Valine 2 - - 5.1
Isoleucine - - 9.8
Colza oil 30 30 30
Peanut oil 27 27 27
Sunflower oli 3 3 3
Cellulose 35 35 35
Saccharose 100 100 100
Lactose 134 134 134
Wheat flour 458.2 399.2 398.8
Mineral mixture AIN93 35 35 35


















Figure 1: Food intake (A) and Body weight (B) of casted rats  
Food intake and body weight of casted rats are similar during the whole experiment 
between the CONTROL and the LEU groups. IM: immobilization period. Data are means 
± SEM. 
 
Figure 2: Muscle mass of gastrocnemius after immobilization and after the 
nutritional supplementation 
In immobilized muscles, muscle mass decreased after a 8-day-immobilization period. The 
nutritional supplementation started after cast removal but muscle mass was not different 
between the CONTROL group and the LEU group at R40 and never returned to its pre-
immobilization value. IM: immobilization period; I0: before immobilization; I8: 8 days of 
casting; R10 to R40: 10 to 40 days of recovery. * U>E>A using a Student’s -test, *E I0. 
No significant difference between CONTROL and LEU groups were recorded. Data are 
means ± SEM. 
 
Figure 3: Ubiquitin-proteasome-dependant proteolysis in immobilized gastrocnemius 
muscles before and after the nutritional intervention 
G	H accumulation of polyubiquitinated polyconjugates was assessed on 25 µg of proteins 
by immunoblotting using an antibody that recognizes polyubiquitin chains. % and , the 
chymotrypsin-like activity (%) and trypsin-like activity () of the proteasome were 
measured by using the fluorogenic substrate succinyl-LLVY-AMC and Boc-LRR-AMC as 
indicated in Methods. Data are expressed in relative fluorescent units (RFU/µg/min). (H 
phospho-FOXO3a/FOXO3a ratio traduces an anti-proteolytic potential. FoxO3a and its 
phosphorylated form phospho-FoxO3a (Ser253) were determined using appropriate 
antibodies on 50 µg of proteins. IM: immobilization period; I0: before immobilization; I8: 
8 days of casting; R10 to R40: 10 to 40 days of recovery. Data are means ± SEM. As no 
effect of the meal was observed, post-absortive and post-prandial values are pooled. * 
U>E>A using a Student’s -test, *E I0.  Data are means ± SEM.  
 
Figure 4: Muscle protein synthesis and protein pathway in immobilized 
gastrocnemius muscles before and after the nutritional intervention 
Muscle protein synthesis at the post-absorptive G	H and the post-prandial states G%H is 
expressed as the absolute synthesis rate (ASR), i.e, the amount of proteins synthesized in 
mg/d.  and , protein S6 phosphorylation in gastrocnemius is presented for the 
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CONTROL group () and the LEU group () at the post-absortive and the post-prandial 
states. The amount of protein S6 phosphorylated was assed by immunoblotting on 30 µg of 
proteins. GH Anabolic resistance to food intake induced by immobilization. IM: 
immobilization period; I0: before immobilization; I8: 8 days of casting; R10 to R40: 10 to 
40 days of recovery; PA: post-absorptive state; PP: post-prandial state. * U>E>A using a 
Student’s -test, *E I0. # U>E>A using a Student’s -test, LEU group *E CONTROL group. 
† U>E>A using a Student’s t-test, PA *E PP. Data are means ± SEM. 
 
Figure 5: Muscle protein synthesis in gastrocnemius non-immobilized muscles  
Muscle protein synthesis was also assessed in the controlateral non-casted leg of rats at the 
post-absorptive G	Hand the post-prandial states G%H. Data represented the absolute synthesis 
rate (ASR), i.e, the amount of proteins synthesized in mg/d.  and , protein S6 
phosphorylation in gastrocnemius is presented for the CONTROL group () and the LEU 
group () at the post-absortive and the post-prandial states. The amount of protein S6 
phosphorylated was assed by immunoblotting on 30 µg of proteins. IM: immobilization 
period; I0: before immobilization; I8: 8 days of casting; R10 to R40: 10 to 40 days of 
recovery; PA: post-absorptive state; PP: post-prandial state. * U>E>A using a Student’s -
test, LEU *E CONTROL group. † U>E>A using a Student’s -test, PA *E PP. Data are 
means ± SEM. 
 
Figure 6: Muscle mass gain during the recovery period after the nutritional 
intervention 
Muscle mass gain after the nutritional intervention is presented as the gain versus I8, in mg 
of muscle. Four diets were tested during the recovery period: a CONTROL diet (13% 
casein), a LEU diet (13% casein + 4.45% Leucine), a WHEY diet (13% whey i.e. leucine-
rich and fast digested protein diet), a HIGH PROTEIN diet (13% casein + 13% whey). * 
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Figure 6: Muscle mass gain during the recovery 









































































Notre travail a eu pour but d’étudier l’un des mécanismes à l’origine du développement 
de la sarcopénie (immobilisation générant des pertes de masses musculaires non 
récupérées) afin de mettre en place une stratégie nutritonnelle adaptée. L’immobilisation 
chez le rat âgé et l’absence de récupération de masse musculaire s’accompagnent de 
modifications métaboliques que nous avons caractérisées à partir de plusieurs protocoles 
expérimentaux. 
L’ensemble des données obtenues nous a permis  
Ø de caractériser ces modifications biochimiques à la suite d’une période 
d’immobilisation et après une phase de récupération musculaire. Ceci nous a permis de : 1/ 
démontrer que l’immobilisation pouvait aggraver la sarcopénie, comme l’un des éléments 
du « catabolic crisis model », et 2/ mettre en évidence une « résistance anabolique »  à 
l’effet des acides aminés au cours de la période de récupération musculaire et ainsi 
d’expliquer l’absence de récupération musculaire chez le rat âgé immobilisé. 
Ø de dégager des pistes concernant des interventions nutritionnelles. Après 
l’observation du phénomène de « résistance anabolique » à l’effet des acides aminés nous 
avons tenté de réverser ce phénomène par l’utilisation de la leucine, acide aminé bien 
connu pour son effet anabolique en particulier au cours du vieillissement. Cette 
expérimentation nous a permis de dégager un nouveau concept, celui de 
« désynchronisation » entre l’effet « signal » de la leucine et la biodisponibilité des autres 
acides aminés substrats de la synthèse protéique. Nous avons complété ces observations 
par une étude pilote de supplémentations nutritionnelles nous permettant, : 3!!, de 
valider ce concept de « désynchronisation ». 
 
Atrophie et récupération musculaire en réponse à l’immobilisation : 
La plupart des études s’intéressant à la fonte musculaire liée à l’âge (i.e. la sarcopénie) 
se sont intéressées à une perte de masse musculaire lente et continue (perte 
« physiologique », lorsque l’individu est en bonne santé). Dans ce travail nous nous 
sommes intéressés à des pertes beaucoup plus brutales telles qu’elles peuvent exister au 
cours d’épisodes cataboliques (inflammation, fractures, maladie…) au cours du 
vieillissement « normal ». L’alitement est une situation fréquemment observée au cours du 
vieillissement, mais peu d’études se sont intéressées à son rôle déterminant dans la mise en 









induisait une perte de masse musculaire non récupérée (même après 40 jours de 
déplâtrage) alors que l’immobilisation d’animaux adultes par le même modèle de plâtrage 
induisait une atrophie musculaire identique mais suivie d’une récupération de masse 
musculaire (Vazeille et coll. 2008). Cette absence de récupération musculaire avait déjà été 
mise en évidence en réponse à des stimuli cataboliques tels qu’un traitement aux 
glucocorticoïdes ou la privation alimentaire (Dardevet et coll. 1995 ; Mosoni et coll. 1999), 
mais aussi au cours de l’immobilisation chez l’animal âgé (Chakravarthy et coll. 2000 ; 
Pattison et coll. 2003a) ou la personne âgée (Suetta et coll. 2009). Il semble donc que 
quelle que soit la situation génératrice d’atrophie musculaire, le muscle de l’animal 
ou de l’homme âgé soit incapable de récupérer totalement la masse musculaire 
perdue. Ce phénomène fait partie intégrante du « catabolic crisis model » décrit par 
English & Paddon-Jones (2010), qui suggèrent que chaque épisode catabolique au cours de 
la vie pourrait être suivi d’une absence de récupération musculaire et aggraverait ainsi la 
sarcopénie. Ceci est important dans la mesure où 1/ la première fonction du muscle est la 
fonction de locomotion (l’individu âgé sarcopénique éprouvant donc des difficultés à se 
mouvoir) et, 2/ le muscle est le principal réservoir d’acides aminés mobilisables en cas 
d’agression pour synthétiser des protéines de réponse à l’agression (la personne âgée 
devenant donc plus sensible à diverses agressions commes les infections, par exemple, 
mais aussi résistante à l’effet des traitements). 
Nous avons aussi montré que cette immobilisation pouvait induire une perte de masse 
musculaire généralisée, puisque nos animaux âgés perdent du muscle dans la patte 
controlatérale non immobilisée et ceci, 20 jours après le déplâtrage. Aucune des mesures 
que nous avons réalisées ne nous a permis d’expliquer ce phénomène, qui traduit l’effet 
généralisé que peut avoir un épisode catabolique sur la perte de masse musculaire au cours 
du vieillissement. Ces résultats sont cependant en accord avec une étude d’expression 
génique réalisée chez des sujets âgés immobilisés par plâtrage : dans cette étude, des 
modifications de gènes régulant le stress cellulaire, la structure des sarcomères, la 
croissance et la mort cellulaire et le taux de renouvellement protéique avaient été mises en 
évidence dans la jambe non plâtrée (Chen et coll. 2007). Il apparaît donc clairement qu’au 
cours du vieillissement, un simple stress localisé est capable d’influencer les métabolismes 
au niveau corps entier. L’apparition de cette perte de masse pourrait être reliée à 
l’apparition d’un stress oxydant au cours de la période de récupération, comme nous 









la patte immobilisée) auquel l’organisme âgé ne pourrait pas répondre de façon adaptée, 
comme le ferait un adulte. Ceci entraînerait la mise en place d’un second stress, plus tardif 
et général (dans la patte non immobilisée, 20 jours après la fin du stress initial). Ces 
observations peuvent être rapprochées d’études chez la personne âgée montrant qu’une 
personne ayant été victime d’une fracture du col du fémur avait plus de chance de décéder 
au cours de l’année suivant son hospitalisation qu’une personne n’ayant pas eu de 
problème de santé. Une fracture du col du fémur, comme l’immobilisation, pourrait 
entraîner un stress généralisé chez la personne âgée qui serait incapable d’y répondre 
favorablement. Ces phénomènes sont importants à prendre en compte en clinique, 
lorsqu’une personne âgée se retrouve alitée, et tous les moyens possibles (rééducation 
active ou passive, supports nutritionnels) doivent être mis en œuvre pour limiter la perte de 
masse et de force musculaire. 
 
Mécanismes impliqués dans l’atrophie musculaires chez le rat âgé immobilisé : 
Nous avons montré que l’atrophie induite par l’immobilisation est due à une activation 
concomitante des voies de dégradation (système ubiquitine-protéasome-dépendant) et 
d’apoptose cellulaire (apoptose mitochondriale dépendante des caspases), ainsi qu’à 
une répression de la synthèse protéique musculaire et des processus de 
régénération/différenciation musculaire. Ces mêmes mécanismes sont activés ou 
réprimés de la même façon chez le rat adulte immobilisé par plâtrage, conduisant à 
une atrophie musculaire identique ; cependant ils sont activés dans des proportions 
différentes. Ainsi, l’activation du système ubiquitine-protéasome-dépendant avait 
précédemment été démontrée chez des animaux adultes immobilisés (Taillandier et coll. 
1996 ; Bodine et coll. 2001 ; Berthon et coll. 2007 ; Krawiec et coll. 2005 ; Vazeille et coll. 
2008), mais il s’agit de la première étude à avoir démontré cette augmentation chez des 
animaux âgés immobilisés par plâtrage. Ce système semble cependant moins activé au 
cours du vieillissement (+53% pour l’activité chymotrypsin-like du proteasome chez des 
âgés contre +138% chez des adultes) (Vazeille et coll. 2008). Les autres systèmes 
protéolytiques semblent activés au cours du vieillissement et de l’inactivité physique. Il est 
donc indispensable de mesurer l’impact de ces différents processus, en particulier la voie 
de l’autophagie qui semble activée de façon concomitante à la voie ubiquitine-protéasome-
dépendante (notamment via le facteur de transcription FoxO). A l’inverse, les processus 









500% chez des animaux âgés contre 200% chez des animaux adultes) (Vazeille et coll. 
2008). Les mécanismes impliqués dans cette différence de réponse de ces deux voies au 
cours du vieillissement restent inconnus. Les processus de régénération/différenciation 
musculaire et de synthèse protéique musculaire semblent activés de la même façon par 
l’immobilisation entre les deux âges. Ainsi, la diminution de la régénération/différenciation 
musculaire (Vazeille et coll. 2008) et la diminution de la synthèse protéique à l’état 
postprandial (Ferrando et coll. 1996 ; Paddon-Jones et coll. 2006 ; de Boer et coll. 2007 ; 
Glover et coll. 2008) avaient déjà été observées chez des adultes immobilisés. Ces 
processus semblent donc être les moins dérégulables au cours du vieillissement, leur 
réponse étant identique à celle d’un animal adulte immobilisé. Comment des processus 
régulés dans des proportions différentes peuvent-ils aboutir à une atrophie identique ? 
D’autres processus impliquant des voies de signalisation autres que les taux de 
renouvellement protéique et cellulaire permettent certainement d’expliquer ce phénomène. 
Très probablement, des modifications de la teneur en eau du muscle, ou des remodelages 
matriciels interviennent dans la régulation de la masse musculaire, et ceux-ci seraient 
différemment régulés en fonction de l’âge. Ainsi, des modifications du tissu conjonctif ont 
été mises en évidence après des périodes d’immobilisation chez le rat adulte (Jarvinen et 
coll. 2002). La diminution de l’aire des fibres musculaires s’accompagne alors d’une 
augmentation de la matrice extra-cellulaire et du contenu en collagène mais sans 
modification de la masse chez le rat adulte (Willems et coll. 2010). 
 
Mécanismes impliqués dans le défaut de récupération musculaire chez le rat âgé 
immobilisé – Concept de « résistance anabolique » : 
S’il est important de comprendre les mécanismes mis en jeu au cours de 
l’immobilisation afin de trouver de nouvelles voies à cibler pour limiter la perte 
musculaire, il est tout aussi important de comprendre ces différents mécanismes au cours 
de la phase de récupération afin de potentialiser le gain de masse musculaire. A notre 
connaissance, cette étude est la première à s’intéresser aux mécanismes mis en jeu au cours 
de la phase de récupération pour expliquer cette absence de récupération musculaire liée à 
l’âge. Ainsi, plusieurs études avaient précédemment observé une absence de récupération 
musculaire chez l’animal âgé (Chakravarthy et coll. 2000) ou la personne âgée (Suetta et 
coll. 2009), mais sans en démontrer les mécanismes. La seule normalisation du système 















































































































régénération/différenciation et de la synthèse protéique musculaire que nous avons 
enregistrée nous permet d’expliquer le défaut de récupération. En effet, le gain de 
masse musculaire nécessite un gain de protéines et ceci passe par un arrêt de la protéolyse 
musculaire ou mieux, une diminution de celle-ci en dessous des valeurs basales ; une 
augmentation de la synthèse protéique au-dessus de ses valeurs basales, ou toutes les 
combinaisons de ces processus afin d’établir une balance azotée positive. Or, dans notre 
étude, protéolyse et protéosynthèse ne sont respectivement que normalisée et très 
faiblement augmentée, ne permettant pas une synthèse efficace de protéines. Il en résulte 
donc une balance azotée peu ou pas positive. Ceci a pour principal effet d’arrêter la perte 
de masse musculaire, voire de gagner une faible quantité de protéines. 
 Pourquoi n’y a-t-il pas de balance azotée suffisamment positive, et donc un gain 
efficace de protéines ? Les muscles âgés immobilisés semblent résistants à l’effet 
stimulateur des acides aminés sur la synthèse protéique musculaire au cours de la période 
de récupération musculaire. Autrement dit, les acides aminés ne parviennent pas à induire 
un anabolisme protéique suffisamment important ou suffisamment long dans le temps pour 
induire un réel gain de protéines musculaires. Ce phénomène, décrit sous le nom de 
« résistance anabolique » (Glover et coll. 2008 ; Philipps et coll. 2009 ; Rennie et coll. 
2010), a été précédemment mis en évidence chez des adultes immobilisés (Ferrando et coll. 
1996 ; Paddon-Jones et coll. 2006 ; de Boer et coll. 2007 ; Glover et coll. 2008). Chez ces 
adultes, l’immobilisation entraîne une moindre stimulation de la synthèse protéique 
musculaire postprandiale en réponse à la prise d’acides aminés. Ceci suggère que chez 
l’adulte immobilisé, des quantités d’acides aminés plus importantes doivent être utilisées 
pour contrecarrer la perte de masse musculaire. Il s’agit de la première étude 
démontrant cette « résistance anabolique » au cours du vieillissement et en cas 
d’immobilisation (Figure 41). Au cours du vieillissement, l’effet du repas global, et des 
acides aminés en particulier (notamment la leucine), est altéré. Afin d’obtenir une synthèse 
protéique musculaire identique à celle de l’adulte, il est nécessaire d’utiliser des quantités 
d’acides aminés (notamment la leucine) plus importantes chez l’animal ou l’homme âgé. 
Chez le rat âgé immobilisé, cette réduction de l’effet global des acides aminés sur le 
métabolisme protéique musculaire semble majorée, rendant l’établissement d’une balance 
azotée suffisante pour un gain de protéines impossible. L’utilisation de quantités d’acides 
aminés plus importantes, via nos régimes hyperprotéinés, confirme l’existence de cette 





















Figure 42 : Stratégies nutritionnelles permettant de diminuer le seuil 

















































































































































































présence d’une importante inflammation générée par l’immobilisation (Kondo et coll. 
1991 ; Zarzhevsky et coll. 2001b ; Lawler et coll. 2003 ; Biolo et coll. 2008) et d’un fort 
stress oxydant qui apparaît au cours de la période de récupération dans notre étude. Or, 
l’inflammation et le stress oxydant sont connus pour altérer la synthèse protéique 
musculaire (Marzani et coll. 2008 ; Rieu et coll. 2009).  
De nouvelles stratégies nutritionnelles peuvent alors être envisagées selon 2 grands 
axes afin de lutter contre cette « résistance anabolique » : 
1/ tenter de réverser cette « résistance anabolique » : pour cela, il convient de diminuer 
le seuil d’anabolisme postprandial, déjà élevé au cours du vieillissement et ceci semble 
majoré au cours de l’immobilisation. Toutes les stratégies permettant de lutter contre cette 
élévation d’u seuil d’anabolisme musculaire doivent être envisagées. L’une d’entre elles 
pourrait être, par exemple, de lutter contre l’inflammation et le stress oxydant présents au 
cours du vieillissement et de l’immobilisation par des supplémentations nutritionnelles 
contenant des molécules possédant des propriétés antioxydantes et/ou anti-inflammatoires 
(Figure 42). Ces stratégies nutritionnelles doivent cependant être maniées avec précautions 
dans la mesure où l’inflammation, notamment, est nécesssaire à la mise en place d’une 
récuparation musculaire efficace (You et coll. 2010). 
2/ tenter de dépasser le seuil d’anabolisme musculaire élevé et ainsi de déclencher la 
synthèse protéique musculaire postprandiale. Ceci peut être obtenu en jouant sur le 
métabolisme protéique par l’utilisation d’un acide aminé « signal », la leucine. Cette 
stratégie a été employée au cours de notre travail et sera détaillée ci-dessous (Figure 42). 
3/ enfin, toute stratégie nutritionnelle combinant les deux précédents points doit être 
envisagée. Ainsi, une combinaison d’une nutrition protéique (leucine) et de composés anti-
inflammatoires et/ou antioxydants pourrait permettre de maximiser le gain protéique en 
diminuant les phénomènes d’apoptose notamment (sensibles à une forte inflammation), et 
en stimulant l’accrétion protéique (en abaissant le seuil d’anabolisme protéique musculaire 
et en déclanchant cet anabolisme via le « signal » leucine). 
 
Effet de la leucine sur la récupération musculaire et concept de 
« désynchronisation » : 
Nous avons cherché à potentialiser le gain de masse musculaire par des 









protéique, nous nous sommes focalisés sur une nutrition protéique, bien connue pour agir 
sur le métabolisme protéique. Le but était de stimuler l’anabolisme musculaire postprandial 
afin de positiver la balance azotée. Nous avons réalisé des supplémentations en leucine 
(4,45%), un acide aminé « signal » c'est-à-dire ayant un effet stimulateur sur la synthèse 
protéique musculaire et un effet inhibiteur sur la protéolyse musculaire (Buse & Reid 
1975 ; Frexes-Steed et coll. 1992 ; Crozier et coll. 2005). Cet effet a notamment été 
observé au cours du vieillissement (Dardevet et coll. 2002 ; Katsanos et coll. 2006 ; 
Combaret et coll. 2005 ; Rieu et coll. 2003-2006-2007), la leucine permettant au cours de 
cette situation physiologique de restaurer le défaut d’anabolisme postprandial lié à l’âge 
(Dardevet et coll. 2003 ; Rieu et coll, 2006). La majorité des études se sont attachées à 
démontrer l’impact d’une nutrition protéique au cours de la période d’immobilisation dans 
la limitation de l’atrophie musculaire (Paddon-Jones et coll. 2006 ; Baptista et coll. 2010 ; 
Ferrando et coll. 2010), mais peu d’études se sont intéressées à la phase de récupération 
musculaire, encore moins au cours du vieillissement. Il s’agit de la première étude 
démontrant les propriétés de la leucine sur la récupération musculaire post-
immobilisation au cours du vieillissement. Notre supplémentation en leucine libre a 
permis de stimuler le métabolisme protéique dans des proportions non négligeables, 
en inhibant la dégradation ubiquitine-protéasome-dépendante et en stimulant la 
protéosynthèse musculaire. L’effet de la leucine sur la synthèse protéique musculaire a 
pu être mis en évidence par une stimulation de la voie de signalisation de la synthèse 
protéique, avec une augmentation de la quantité de protéine S6 phosphorylée. Cependant, 
cet effet de la leucine sur le métabolisme protéique ne s’est pas traduit par un gain de 
masse musculaire. La leucine libre n’a permis d’obtenir qu’une balance azotée 
faiblement positive. Il est important de noter que, jusqu’à présent, la majorité des études 
ayant cherché à potentialiser une récupération de masse musculaire chez des animaux ou 
des personnes âgés à l’aide de leucine libre ont échoué. Une seule étude à ce jour, a montré 
un effet positif de la leucine sur le gain de masse musculaire chez la personne âgée, et ces 
supplémentations ont été réalisées pendant 6 mois (Verhoeven et coll. 2009). 
La leucine étant sous une forme libre, elle est absorbée rapidemment. Les protéines de 
caséines (la matrice dans laquelle la leucine est incorporée), sont des protéines à digestion 
lente ; c’est-à-dire que les acides aminés constitutifs sont digérés lentement et ne vont 
générer qu’une faible augmentation de l’aminoacidémie postprandiale. Pour expliquer 









absorption rapide, générerait son signal bien avant que les autres acides aminés (issus de la 
digestion lente des protéines de caséines) soient absorbés. Ainsi, le signal leucine 
parviendrait au muscle avant l’arrivée des autres acides aminés substrats de la 
synthèse protéique et il y aurait donc une « désynchronisation » entre le signal 
stimulateur du métabolisme protéique et l’arrivée des acides aminés substrats de la 
synthèse protéique.  
 
Effet de régimes riches en lactosérum ou de régimes hyper protéinés sur la 
récupération musculaire – Comment réverser la « désynchronisation » ? 
Si notre hypothèse d’une « désynchronisation » est correcte, il convient de 
resynchroniser le signal leucine et l’arrivée des acides aminés substrats afin de déclencher 
une accrétion protéique durable et intense. Pour cela, il faut obtenir une aminoacidémie 
suffisament rapide (pour être obtenue en même temps que le signal leucine) et importante 
(pour dépasser le seuil d’anabolisme protéique élevé au cours du vieillissement et de 
l’immobilisation).  Dans ce but, 2 types de stratégies nutritionnelles peuvent être 
envisagées : 
1/ Tout d’abord, nous avons réalisé des supplémentations avec des régimes riches en 
lactosérum (13%). Le lactosérum étant une protéine riche en leucine et à digestion rapide, 
elle permet d’obtenir rapidement une hyperaminoacidémie nécessaire à la stimulation de la 
synthèse protéique, couplée à un signal leucine lui aussi rapide. Le lactosérum a ainsi 
montré des propriétés de stimulation de la synthèse protéique meilleures que les caséines 
chez la personne âgée (Pennings et coll. 2011). 
2/ Ensuite, nous avons essayé de coupler l’effet du lactosérum à un effet de masse, en 
réalisant des régimes hyperprotéinés à 26% de protéines (50% de lactosérum + 50% de 
caséines). Ces régimes contiennent à la fois une forte proportion d’acides aminés 
permettant d’induire massivement et rapidement une hyperaminoacidémie et la leucine 
nécessaire pour déclencher l’anabolisme protéique. Chez le rat adulte, des régimes 
hyperprotéinés contenant 53% de protéines permettent une apparition plus rapide des 
acides aminés au niveau périphérique dès 1h comparé à des régimes normoprotéiques 
(Fromentin et coll. 2011) mais l’effet chez le rat âgé immobilisé est inconnu. 
Ces deux régimes ont permis d’induire une récupération musculaire non 









ont permis, "		, d’augmenter massivement la quantité d’acides aminés substrats 
au sein du muscle. Notre hypothèse de désynchronisation semble donc être confirmée, 
mais seuls des aminogrammes mesurant une augmentation des teneurs en acides aminés 
nous permettront de confirmer ceci. 
De plus, avec ces supplémentations, il n’y avait pas de perte de masse dans la patte 
controlatérale non plâtrée. Ces deux régimes ont donc permis de stimuler le métabolisme 
protéique musculaire de façon généralisée afin d’éviter la perte de masse musculaire dans 
la patte controlatérale.  
Cependant, il convient d’analyser les voies de protéolyse et de synthèse protéique avant 
de conclure à une amélioration du métabolisme protéique musculaire. 
En conclusion, l’ensemble de nos données suggère que l’immobilisation serait 
responsable d’une forte altération du métabolisme protéique postprandial au niveau 
musculaire. Il en résulterait une forte « résistance anabolique » du muscle à l’effet 
stimulateur des acides aminés, ceci se traduisant par une incapacité du muscle squelettique 
immobilisé à récupérer la masse perdue au cours de l’immobilisation. Nos travaux ont de 
plus permis de mettre en évidence un nouveau concept, celui de « désynchronisation » 
entre l’effet stimulateur de la leucine libre et la biodisponibilité des acides aminés substrats 
de la synthèse protéique. Ce concept, s’il se vérifie, pourrait être la clé de l’absence de 
récupération musculaire chez le rat âgé immobilisé, mais aussi dans d’autres situations 
génératrices d’atrophie musculaire au cours du vieillissement. 
La sarcopénie consiste en une perte de masse et de fonctionnalité musculaires. Il est 
important, chez la personne âgée que l’augmentation de masse (traduisant la quantité de 
protéines mises « en réserve » et donc la capacité à réagir au cours de situations 
d’agression) s’accompagne d’une amélioration de la fonctionnalité (traduisant l’autonomie 
fonctionnelle de la personne âgée). Si notre supplémentation en leucine ne s’est pas 
traduite en termes de gain de masse musculaire, il est fort possible qu’elle se soit 
néanmoins traduite en une amélioration de la fonctionnalité musculaire. En effet, la 
stimulation du taux de renouvellement protéique musculaire pourrait concerner notamment 
les différents types de fibres musculaires, les acides aminés étant connus pour leur rôle 
stimulateur à ce niveau, en particulier au cours du vieillissement (Pansarasa et coll. 2008). 
Ainsi, des supplémentations en acides aminés permettent de contrecarrer les effets du 
vieillissement sur le muscle en augmentant la taille et la densité des fibres musculaires. 









musculaire se sont aussi traduits en une amélioration de la fonctionnalité musculaire. 
L’ensemble de nos observations doivent encore être validées chez l’homme au cours 
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